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Die Reifung einer transfer-RNA (tRNA) ist ein essenzieller Schritt in der 
Proteinbiosynthese in allen drei Domänen des Lebens. Dabei sind mehrere 
Schritte notwendig, um von einer Vorläufer- zu einer maturen tRNA zu gelangen. 
Die Spaltung der 5‘-Flanke wird einzig durch die Ribonuklease P (RNase P) 
vermittelt. Es gibt zwei Arten der RNase P, die eine besteht aus einem mit ein bis 
zehn Proteinuntereinheiten assemblierten Ribozym, die andere ist eine rein 
Protein-basierte Form (PRORP), welche zunächst nur in Eukaryonten identifiziert 
wurde. Das Ribozym konnte in allen drei Domänen des Lebens nachgewiesen 
werden.  
Im Kontext dieser Arbeit wurde eine neue Art der Protein-basierten 
RNase P (AaRP) in dem hyperthermophilen Bakterium Aquifex aeolicus 
charakterisiert. Im Gegensatz zu den bereits bekannten etwa 60 kDa großen 
Enzymen aus Pflanzen ist dieses Protein deutlich kleiner (~23 kDa) und weist 
erkennbar nur eine katalytische Domäne auf. Substratbindungsdomänen 
konnten nicht bioinformatisch nicht identifiziert werden. Das aktive Zentrum 
konnte durch gezielte Mutationsanalysen charakterisiert sowie die enzymatische 
Aktivität in vitro nachgewiesen werden. Zusätzlich konnte in Kooperation mit 
einer Wiener Arbeitsgruppe in zwei unabhängigen in vivo Experimenten gezeigt 
werden, dass AaRP in der Lage ist sowohl die endogene RNase P von E. coli 
(eine RNA plus eine Proteinuntereinheit), als auch die komplexere Form der 
Bäckerhefe (eine RNA plus neun Proteinuntereinheiten) funktional zu ersetzten.  
Durch bioinformatische Analysen konnten Homologe von AaRP (HARP) in 
Bakterien und Archaeen identifiziert werden. Es wurden insgesamt jeweils fünf 
bakterielle und archaeale HARPs exemplarisch ausgewählt. Im Gegensatz zu 
A. aeolicus besitzen alle weiterführend untersuchten Organismen zusätzlich eine 
RNA-basierte Form der RNase P, welche zum Teil bereits in anderen 
Publikationen beschrieben wurde. Es zeigte sich, dass die HARPs der Archaeen 
Methanosarcina mazei, Methanothermobacter thermautotrophicus, sowie 
Haloferax volcanii ebenfalls die 5‘-Enden von tRNAs prozessieren können. In 
Kooperation mit einer Ulmer Arbeitsgruppe konnten in H. volcanii 
Deletionsmutanten des Proteins konstruiert und weiterführend untersucht 
werden. Durch eine Kooperation mit einer Kieler Arbeitsgruppe konnte dies 
ebenfalls in M. mazei durchgeführt werden. Bei den bakteriellen HARPs zeigte 
sich, dass die HARPs von Thermodesulfatator indicus und 
Methylacidiphilum infernorum ebenfalls dazu in der Lage waren, Prä-tRNAs zu 
prozessieren. Neben den HARPs wurden auch die RNA-basierten RNase P 
Enzyme auf ihre tRNA-Prozessierung-Aktivität hin untersucht, insofern diese 
noch nicht in Veröffentlichungen beschrieben wurde.  
Im Gegensatz zu AaRP besitzt PRORP eine Pentatricopeptide-repeat-
Domäne, welche an der Substrat-Bindung beteiligt ist. Um mehr über die 
Substratspezifität von AaRP zu erfahren, wurden verschiedene Varianten einer 
Modell-Prä-tRNA in Spaltungsstudien untersucht. Dabei zeigte sich, dass AaRP 
sowohl Merkmale einer bakteriellen RNase P als auch einer eukaryotischen 
Protein-basierten Form aufweist. So spielt beispielsweise, ähnlich zu den 
bakteriellen RNase P-Enzymen, die Länge der 5‘-Flanke eine Rolle bei der 
Substraterkennung durch AaRP; dies ist bei den PRORP-Enzymen hingegen 
irrelevant. Demgegenüber zeigt das 3‘-Ende der Prä-tRNA keine Interaktion mit 
AaRP oder PRORP, welches bei den RNA-basierten bakteriellen RNase P-
Enzymen essenziell ist.  
Zusätzlich sollte die Struktur von AaRP und H. volcanii HARP aufgeklärt 
werden, um weitere Einblicke in die Substratbindung zu gewinnen. Während die 
Kernspinresonanz-Spektroskopie nicht erfolgreich war, konnte mittels 
Gelfiltration, dynamischer Lichtstreuung und Circulardichroismus-Spektroskopie 
gezeigt werden, dass AaRP fast ausschließlich α-helikal ist und als großer 
homooligomerer Komplex (~420 kDa) vorliegt. Das H. volcanii HARP hingegen 
besitzt mehr β-Faltblatt Anteile und liegt als bedeutend kleinerer Komplex 
(~90 kDa) vor. Durch analytische Ultrazentrifugation und 
kryoelektronenmikroskopische Analyse konnte bestimmt werden, dass die 
Komplexbildung von AaRP ein heterogener Vorgang ist, da sich verschiedene 
Größen identifizieren ließen. Die Kristallisationsexperimente waren nur bedingt 
erfolgreich und die erhaltenen Kristalle waren vorwiegend klein. Eine genauere 
Analyse dieser Kristalle sowie eine Optimierung der Kristallisations-Bedingungen 





The transfer RNA (tRNA) maturation is an essential step in the biosynthesis of 
proteins in all domains of life. It is a multistep process to get the precursor tRNA 
(pre-tRNA) into a mature form. The cleavage of the 5’-leader and the 3’-trailer is 
performed by different ribonucleases (RNases). Furthermore, single nucleotides 
are modified by a number of various enzymes. Whereas processing of the 3’-
trailer can occur by diverse RNases, RNase P is the unique enzyme for cleavage 
of the 5’-leader. The bacterial RNase P is composed of a catalytic RNA and a 
small protein subunit. The RNA-based RNase P exists in all domains of life and 
the protein content in the ribonucleoprotein increases with the complexity of the 
organism. In eukaryotes a protein-based form of RNase P was identified which 
can be either a complex of three different proteins (e.g. in human mitochondria) 
or a singular protein subunit called PRORP (e.g. in Arabidopsis thaliana).  
 In the present thesis a novel single subunit RNase P enzyme was 
characterized in the hyperthermophilic bacterium Aquifex aeolicus, called AaRP. 
It is the smallest form known so far (~23 kDa) and consists of only a PIN-like 
nuclease domain. In contrast PRORP enzymes consists of three domains: (i) a 
pentatricopeptide-repeat (PPR) motif domain, (ii) a zinc finger binding motif 
domain and (iii) a NYN-metallonuclease domain. The active site of AaRP was 
identified by point mutation analysis. AaRP was able to replace the endogenous 
RNase P of E. coli (one RNA plus one protein-subunit) as well as the complex 
nuclear RNase P of yeast (one RNA plus nine protein-subunits) in vivo.  
By bioinformatic analyses a small number of homologs of AaRP (HARP) 
could be identified in some bacteria and archaea. All these organisms also 
contain the genes for the classical RNA-based RNase P. The HARPs from three 
archaea (Methanosarcina mazei, Methanothermobacter thermautotrophicus, 
Haloferax volcanii) and two bacteria (Thermodesulfatator indicus and 
Methylacidiphilum infernorum) were selected for further biochemical 
characterization. All analyzed archaeal and bacterial HARPs were able to remove 
the 5’-leader of pre-tRNAs by side-specific endonucleolytic cleavage. Deletion 
mutants of H. volcanii HARP, as well as M. mazei HARP were constructed and 
characterized. Further, the bacterial RNA-based RNase Ps from T. indicus and 
M. infernorum were analyzed for tRNA-processing functionality in vitro and in 
vivo.  
Substrate specificity and recognition by AaRP is still unclear since no 
RNA-binding motif could be identified. Therefore, biochemical studies were 
designed to identify the substrate determinants of AaRP/HARP. The studies 
showed that interaction with the 5´-leader seems to be important for tRNA 
recognition by AaRP/HARP since the length of the 5´ flank has an influence on 
cleavage efficiency. This is similar to bacterial RNA-based RNase P where the 
protein subunit also interacts with positions in the 5´ leader of the precursor tRNA. 
In contrast, as described for PRORP, the AaRP/HARP enzymes obviously make 
no interactions with extensions of the substrate 3´-end (CCA or trailer). Structure 
analysis could give further informations to substrate recognition. While analysis 
of AaRP/HARP by nuclear magnetic resonance spectroscopy was unsuccessful, 
dynamic light scattering experiments indicated that AaRP assembles in a large 
complex (~420 kDa). This finding was corroborated by gel filtration experiments. 
Results of a circular dichroism spectroscopy analysis indicate that AaRP has a 
nearly complete α-helical structure. In contrast H. volcanii HARP contains more 
β-sheets and assembles in a smaller complex (~90 kDa). Analytical ultra-
centrifugation and cryo-electron microscopy showed a heterogenous distribution 
of AaRP even after gel filtration indicating a heterogenous complex formation. 
Crystallization screens (manual and automatically) yielded only small crystals. A 
more detailed analysis of those crystals and an optimization of the crystallization 
process was not able in the available time frame of the present work. 
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1 Einleitung 
1.1 Transfer RNAs in Bakterien 
Transfer RNAs (tRNAs) sind ein essenzieller Bestandteil der Proteinbiosynthese, 
welche die Aminosäuren in das Ribosom transportieren. Bis auf eine Ausnahme 
werden diese Moleküle als Vorläufer tRNAs (Prä-tRNAs) transkribiert, die durch 
mehrere Stufen prozessiert werden müssen, bevor sie in die verschiedenen 
zellulären Prozesse eingreifen können.  
Die Prä-tRNAs können sowohl einzeln als auch polycistronisch 
transkribiert werden. Ebenso können die Prä-tRNAs zwischen ribosomalen RNAs 
(rRNA, Abbildung 1), oder Protein-codierenden Sequenzen (PCS, Abbildung 1) 
liegen [1]. Nach der Transkription der Prä-tRNAs durch die RNA Polymerase 
werden die Moleküle sowohl am 5‘- und 3‘-Ende durch Nukleasen prozessiert als 
auch durch diverse Enzyme modifiziert. Der Überhang am 5‘-Ende der Prä-tRNA 
wird durch die RNase P entfernt, welche als einzige Nuklease dort angreift [2-4]. 
Die 3‘-Prozessierung wird typischerweise durch eine endonukleolytische 
Spaltung stromabwärts des CCA-Motivs initiiert [5-7]. Dies wird meist vor der 5‘-
Flanken Spaltung und der finalen 3‘-Prozessierung durchgeführt [8-10]. 
Unteranderem könne RNase E und RNase III diese Spaltungen durchführen und 
spielen bei polycistronischen Transkripten eine Rolle [11-13]. Das finale 
entfernen der Nukleotide am 3‘-Ende durch RNase D ist essenziell, denn diese 
Nuklease ist in der Lage das meist schon codierte CCA-Motiv intakt zu lassen 
[14, 15]. Weitere Nukleasen sind RNase BN, PH, T und PNPase [16]. Sobald die 
5‘-Flanke entfernt und am 3‘-Ende das CCA-Motiv erkennbar ist, ist die tRNA 
bereit mit seiner spezifischen Aminosäure beladen zu werden. Bevor jedoch die 
Aminoacylierung durchgeführt werden kann, werden verschiedene Nukleotide 
der tRNA chemisch modifiziert. Zur Zeit sind mehr als 100 verschiedene 
Modifikationen bekannt, wobei die Positionen 34 und 37 der tRNA die meisten 
unterschiedlichen chemischen Veränderungen aufweisen können ( , Abbildung 
1) [17]. Alle Auswirkungen, die diese Modifikationen mit sich bringen sind bisher 
nicht bekannt, allerdings scheinen sie eine fundamentale Rolle in der 
Stabilisierung, Erkennung und Steuerung von zellulären Prozessen zu spielen, 
denn die Modifikationen unterscheiden sich zwischen einzelnen 
Lebensbedingungen [18]. Die Modifikationen werden durch verschiedene 
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Enzyme vermittelt, wie zum Beispiel TruA, TruC oder TruD, welche eine Ψ-
Modifikation anbringen [19-22]. Da in den Wildtyp-Stämmen der meisten 
Bakterien keine Prä-tRNAs gefunden werden können, sondern nur in Mutanten, 
welche defizient in der tRNA Prozessierung sind, liegt es nahe, dass die ganzen 
Prozesse während, oder direkt nach der Synthese stattfinden müssen [2, 18].  
 Der Hauptteil der aminoacylierten tRNAs gelangt mit Hilfe des 
Elongationsfaktors Tu (EF-Tu) zum Ribosom und wird für die Proteinbiosynthese 
verwendet [18]. Allerdings wird ein kleiner Teil der tRNAs auch für die 
Peptidoglycan-Synthese, Antibiotika-Resistenz/Synthese oder Phospholipid-
Modifikationen der Membranen genutzt. Zudem können tRNAs auch in 
Toxin/Antitoxin-Systemen eine Rolle spielen, indem sie zum Beispiel von dem 




Abbildung 1: Übersicht der Prozessierung von tRNAs 
Es ist schematisch der Weg einer tRNA von der Transkription des genetischen Bereichs bis hin 
zu der maturen und aminocylierten tRNA dargestellt. Dabei sind die einzelnen Schritte 
nummeriert, sowie ein Teil der essenziellen Enzyme für die einzelnen Prozesse aufgeführt (nach 
[18]).  
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1.2 Die Geschichte der Ribonuklease P 
Anfang der 1970er-Jahre wurden aus Mutanten von E. coli Tyrosin-tRNA 
Moleküle isoliert, welche noch eine 5‘-Flanke aufwiesen [2]. Die Spaltung dieser 
5‘-Flanke konnte im Anschluss in vitro detektiert werden [24]. Es wurde gezeigt, 
dass auch andere tRNAs mit 5‘-Flanken akkumulieren (in thermosensitiven 
E. coli Stämmen) [25]. Erst Ende der 1970er-Jahre konnte nachgewiesen 
werden, dass das für die 5‘-Prozessierung verantwortliche Enzym ein 
Ribonukleoprotein ist, bestehend aus einem Protein und einer RNA-Komponente 
[26]. Das Ribonukleoprotein-Enzym wurde RNase P genannt. In dieser 
Publikation wurde der RNA Komponente noch eine untergeordnete Rolle 
zugewiesen. Dabei wurde vermutet, dass die RNA zur Stabilisierung sowie 
Interaktion mit dem Substrat benötigt wird [26]. Um weitere Erkenntnisse über 
dieses neue Enzym zu bekommen, wurde die RNase P durch 
chromatographische Methoden in ihre Bestandteile zerlegt. Dabei zeigte sich, 
dass Fraktionen, welche nur das Protein oder die RNA enthielten, nicht 
enzymatisch aktiv waren. Allerdings konnte die Aktivität bei der gleichzeitigen 
Inkubation von RNA und Protein wiederhergestellt werden. Zusätzlich konnte 
gezeigt werden, dass die RNA-Komponente auch in vivo essenziell ist [4, 27]. Zu 
Beginn der 1980er-Jahre wurde erstmals gezeigt, dass die RNA-Untereinheit der 
RNase P, welcher zunächst nur Hilfsfunktionen zugeschrieben wurden, unter 
Hochsalzbedingungen die Abspaltung der 5‘-Flanke auch ohne 
Proteinuntereinheit durchführen kann und folglich ein sogenanntes „Ribozym“ 
darstellt [28]. In den nächsten Jahren wurde die RNA-basierte RNase P immer 
weiter untersucht, sowie strukturell aufgelöst (Abbildung 2) [29-32]. Zusätzlich zu 
den in vitro Studien konnte auch gezeigt werden, dass die bakterielle RNase P in 
den verschiedenen Organismen durch weitverwandte P RNAs oder P Proteine 
ersetzt werden kann [33-36]. Neben den bakteriellen RNase P RNAs wurden 
auch in den anderen Domänen des Lebens, den Archaea und Eukarya, aktive 
P RNAs nachgewiesen [37, 38]. Im Gegensatz zu den meisten bis heute 
bekannten Ribozymen, die sich meistens nur selbst spalten können, ist die 
RNase P zu einem mehrfachem Substratumsatz in trans fähig, da diese bei der 
Hydrolyse nicht beschädigt wird [39, 40]. Für die Entdeckung katalytisch-aktiver 
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RNA wurden S. Altman und T. Cech 1989 mit dem Nobelpreis für Chemie 
ausgezeichnet.  
 Um die Jahrtausendwende wurde die Vermutung aufgestellt, dass es auch 
noch eine andere Form der RNase P geben könnte. So zeigten die RNase P aus 
den menschlichen Mitochondrien, sowie aus Spinatchloroplasten eine 
proteinähnliche Dichte und waren gegenüber einer spezifischen Methode zum 
Nachweis von Ribozymen resistent [41-44]. Diese Vermutung wurde als erstes 
bestätigt, indem die humane mitochondriale RNase P gereinigt und 
charakterisiert wurde. Es zeigte sich, dass diese RNase P frei von einer RNA 
Untereinheit ist und aus drei Proteinuntereinheiten (MRPP1-3) besteht [45]. Kurz 
darauf wurden Orthologe der funktionalen Untereinheit MRPP3 auch in Pflanzen 
nachgewiesen. Es zeigte sich, dass in Pflanzen lediglich das MRPP3 für die 
Spaltung der Prä-tRNA notwendig und somit als singuläre Protein-basierte 
RNase P (PRORP) existent ist [46, 47]. Dieses Protein ist auch in der Lage, die 
RNase P von E. coli in vivo zu ersetzen [46]. Neben dem Vorkommen in Pflanzen 
konnte diese Protein-basierte Form auch in dem einzelligen eukaryotischen 
Parasiten Trypanosoma brucei nachgewiesen werden. Dieses PRORP-Enzym 
ist in der Lage, die nukleäre RNase P von Hefe (eine RNA plus neun Proteine) 
in vivo funktional zu ersetzen [48]. Nachdem es schien, dass Protein-basierte 
RNase Ps exklusiv in Eukaryoten vorkommen, konnte 2017 gezeigt werden, dass 
das Bakterium Aquifex aeolicus lediglich ein kleines Protein zur Prozessierung 
der Prä-tRNAs einsetzt. Homologe der RNase P von A. aeolicus (HARPs) 
konnten ausschließlich in Bakterien und Archaeen nachgewiesen werden [49]. 
Diese Entdeckung erweitert das Feld der Protein-basierten RNase P auf alle drei 
Domänen des Lebens, wie es auch für die RNA-basierte RNase P gezeigt wurde. 
Zusätzlich zu einer Vielzahl funktionaler Studien konnten auch mehrere 
Strukturen für PRORP aufgeklärt werden (Abbildung 3) [50-52]. 
 
1.2.1 Die RNase P als Ribozym 
Die RNase P besteht in Bakterien aus einer katalytischen RNA mit 350-
400 Nukleotiden (nt), sowie einer kleinen Proteinuntereinheit (13-14 kDa). Die 
RNase P ist ein essenzielles Enzym und nicht kann deletiert werden, ohne in 
einem letalen Phänotyp zu enden. Allerdings gibt es einige wenige 
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temperatursensitive Mutanten, welche die tRNA-Prozessierung betreffen [25, 
53]. Die RNA Untereinheit der RNase P (P RNA) ist strukturell und funktionell 
untersucht worden [54-57] und kann in basierend auf strukturellen Unterschieden 
in verschiedene Klassen unterteilt werden [57, 58]. Demnach wird zwischen dem  
Typ A (ancestral type) und Typ B (Bacillus type) differenziert [59]. Ferner kann 
die P RNA in zwei Domänen unterteilt werden (Abbildung 4C), welche sich 
unabhängig voneinander falten können. Die S-Domäne interagiert mit dem T-Arm 
der Prä-tRNA und ist damit in die Substratspezifität involviert. Die C-Domäne 
beinhaltet das aktive Zentrum, sowie die Interaktionsfläche für das P Protein und 
vermittelt somit die Katalyse des Enzyms. Trotz dieser Unterschiede existieren in 
Bakterien fünf konservierte Bereiche der P RNA (CR I-V) [59-61]. Es konnte 
gezeigt werden, dass verschiedene bakterielle P RNAs in der Lage sind in vivo 
eine funktionelle Komplementation hervorzurufen [33, 34]. In vitro kann die RNA 
Untereinheit unter Hochsalzbedingungen allein die Prozessierung der Prä-tRNA 
durchführen [28, 32].  
Die Proteinuntereinheit (P Protein) der bakteriellen RNase P besitzt 
mehrere Aufgaben. Sie dient der Stabilisierung der Tertiärstruktur der P RNA, der 
Erhöhung der Substratspezifität, sowie hilft bei der Dimerisierung des 
Holoenzyms [28, 62-69]. Die P Proteine der Bakterien sind auch zwischen 
entfernt verwandten Familien strukturell sehr ähnlich [70-72] und können 
untereinander ersetzt werden [73]. Die Funktionen der P Proteine der Archaea 
und Eukarya ist noch nicht ganz verstanden. Sie dienen sehr wahrscheinlich 
ebenfalls der Stabilisierung, indem sie fehlende RNA-Strukturen ersetzen, die bei 
bakterieller P RNA für Tertiärstruktur-Wechselwirkungen wichtig sind  [74, 75]. In 
Abbildung 2 sind die verschiedenen RNase P Typen dargestellt. Dabei sind in 
der oberen Reihe die Strukturen nur schematisch abgebildet. Es ist zu erkennen, 
dass mit steigender Komplexität des Organismus (Bakterien ► Eukarya) die Zahl 
der Proteinuntereinheiten ebenfalls zunimmt. Bakterien haben nur eine, Archaea 
bis zu fünf und Eukarya bis zu zehn P Proteinuntereinheiten. Einige der 
P Proteinuntereinheiten in Eukarya und Archaea sind homolog zueinander. In der 
unteren Reihe sind die aufgelösten Strukturen zum Teil im Komplex mit einer 
tRNA dargestellt. Dabei ist die RNA in Strichweise, sowie die Proteine als 
Cartoon abgebildet. Es zeigte sich, dass das bakterielle P Protein mit der 5‘-
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Flanke der Prä-tRNA interagiert. In den komplexeren Organismen nimmt die 




Abbildung 2: Schematische und strukturelle Darstellungen RNA-basierter RNase Ps 
In der oberen Reihe sind exemplarisch die verschiedenen Formen der RNA-basierten RNase P 
schematisch dargestellt. In Schwarz ist die P RNA und in Farbe die verschiedenen P Proteine 
dargestellt. Dabei spiegeln identische Farben homologe Proteine zwischen den Domänen wider. 
Das Protein der Bakterien weist keine Homologen auf. In der unteren Reihe sind aufgelöste 
Strukturen dargestellt. In allen Strukturen ist die RNA-Untereinheit als Strich-Modell und die 
Proteine als Cartoon-Modell gezeichnet. Die Farben der Proteine in der strukturellen Darstellung 
entsprechen nicht den Farben in der schematischen Darstellung. Stellvertretend für Bakterien 
handelt es sich dabei um die Struktur der RNase P aus von Thermotoga maritima im Komplex 
mit einer tRNA (rot) [71]. Für die Archaea ist die Cryo-EM Struktur einer dimeren RNase P aus 
Methanocaldococcus jannaschii [76], ebenfalls im Komplex mit zwei tRNAs (türkis) dargestellt. 
Für die Eukarya ist exemplarisch die Struktur der RNase P aus Bäckerhefe 
(Saccharomyces cerevisiae) [77] abgebildet. 
 
1.2.2 Die RNase P als (singuläres) Protein 
Um die Jahrtausendwende wurde die Vermutung aufgestellt, dass neben der 
RNA-basierten RNase P noch eine weitere Form vorliegen könnte, welche 
ausschließlich aus Proteinen bestehen könnte [41-44]. Dies konnte durch die 
Charakterisierung der RNase P aus humanen Mitochondrien, welche aus drei 
Proteinuntereinheiten (MRPP1-3) besteht, bestätigt werden [42, 45]. Später 
konnte in der Landpflanze Arabidopsis thaliana ein RNase P-Enzym (PRORP) 
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identifiziert werden, bei dem es sich um ein singuläres Protein handelt [46] 
(Abbildung 3). Schließlich gelang auch in Bakterien die Charakterisierung eines 
Protein-basierten RNase P-Enzyms: in Aquifex aeolicus ist die RNase P 
ebenfalls ein singuläres Protein, bei dem es sich um eine minimalisierte Form 
von PRORP handelt [49]. 
 Die humane mitochondriale RNase P besteht, aus drei Untereinheiten 
(MRPP1-3). Dabei bildet die tRNA m1G Methyltransferase MRPP1 einen stabilen 
Komplex mit der Hydroxysteroid(17-)Dehydrogenase MRPP2 [45, 78, 79]. 
Beide Untereinheiten zeigen keine RNase P Aktivität. Diese wird erst durch die 
Untereinheit MRPP3, welche das katalytische Zentrum enthält vermittelt [45]. 
Diese Untereinheit der humanen mitochondrialen RNase P hat einige Homologe 
in anderen Eukarya, unter anderem das singuläre Protein PRORP aus 
A. thaliana [42, 45-47, 80]. In A. thaliana existieren drei verschieden lokalisierte 
PRORP-Isoenzyme. PRORP1 liegt in den Organellen vor, wohingegen PRORP2 
und PRORP3 beide im Kern detektiert werden können [47]. Während die Deletion 
von PRORP1 zu einem letalen Phänotyp führt, kann bei einer Deletion von 
PRORP2 oder PRORP3 kein Unterschied zum Phänotyp des Wildtyps 
festgestellt werden. Demnach haben die beiden nukleär lokalisierten Enzyme 
anscheinend eine redundante Funktion [46, 47]. Auch in anderen höheren 
Organismen konnten mehrere PRORPs nachgewiesen werden, so hat das 
Laubmoos Physcomitrella patens ebenfalls drei verschieden lokalisierte 
Isoenzyme, wobei nur ein Enzym im Kern lokalisiert ist und die andern zwei in 
den Organellen [81]. 
Alle eukaryotischen PRORPs, sowie auch MRPP3, gehören zu der 
Familie der Metallonukleasen, welche durch eine „NYN“-Domäne charakterisiert 
werden [82] und ein pentatricopeptide repeat (PPR)-Motiv aufweisen [83]. Das 
PPR-Motiv besteht aus 35 Aminosäuren, welche bis zu 30-mal wiederholt 
werden können und unter anderem in der RNA Bindung eine Rolle spielen [83, 
84]. Die Struktur von PRORP1 ist aufgelöst weist eine „V“-Form auf. Dabei 
gliedert sich das Protein in drei Bereiche, den bereits genannten PPR-Motiv 
(blau) und der NYN-Metallonuklease-Domäne mit dem katalytischen Zentrum 
(rötlich). Beide Domänen werden  durch das zentrale Zink-Finger Motiv (eisblau) 
getrennt, welches die „V“-Form vermittelt indem es die Bindungs- und Katalyse-
Domäne zueinander koordiniert [51] (Abbildung 3).  
Einleitung  18 
 
Abbildung 3: Schematische und strukturelle Darstellungen Protein-basierter RNase P 
In der oberen Reihe sind exemplarisch die verschiedenen Formen Protein-basierten RNase P 
schematisch dargestellt. Bei der Darstellung der RNase P von A. aeolicus handelt es sich um 
eine Interpretation experimentell gewonnener Daten wobei die Anordnung der Monomere im 
Oligomer rein hypothetisch ist. Eine aufgelöste Struktur ist nicht existent. Die humane 
mitochondriale RNase P ist aus drei Untereinheiten aufgebaut (MRPP1-3), wobei MRPP3 die 
Spaltungsreaktion durchführt. Die Strukturen der Proteinuntereinheiten wurden einzeln 
aufgelöst [52, 85, 86], eine Komplexstruktur ist nicht verfügbar. Bei der pflanzlichen RNase P 
(PRORP) handelt es sich ein Enzym von A. thaliana. Es ist homolog zur Untereinheit MRPP3 
der humanen mitochondrialen RNase P. Die aufgelöste Struktur ist von At_PRORP1 [51]. 
 
1.3 Substraterkennung und Prozessierung durch RNase P 
Die Substraterkennung unterscheidet sich zwischen RNA- und Protein-basierten 
RNase P Enzymen. Aufgrund der unterschiedlichen Strukturen, Größe und dem 
chemischen Aufbau des Enzyms sind unterschiedliche Bereiche der Prä-tRNA 
relevant für die Erkennung. Ein detaillierterer Einblick in die Substraterkennung 
wird in den nachfolgenden Kapiteln aufgezeigt.  
 Im Gegensatz zur Substratbindung ist die durch das Ribozym und das 
Protein-basierte Enzym katalysierte Reaktion ähnlich. In beiden Fällen handelt 
es sich um eine endonukleolytische Hydrolyse einer Phosphodiesterbindung. 
Dabei entsteht ein 5‘-Phosphat an der prozessierten tRNA und eine 5‘-Flanke mit 
einer 3‘-OH Gruppe [59, 87]. Der Reaktionsmechanismus ist stark abhängig von 
zweiwertigen Kationen, vornehmlich Magnesium (Mg2+) [61, 88].  
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1.3.1 RNA-basierte RNase P 
Die Erkennung der verschiedenen Substrate muss über einen allgemeinen 
Mechanismus erfolgen, bei dem weniger die Sequenz als die Struktur eine Rolle 
spielt. Die Sequenzen der tRNAs sind bis auf wenige Ausnahmen (Abbildung 4A) 
nicht konserviert, wohingegen fast alle kanonischen tRNAs eine gemeinsame 
Tertiärstruktur aufweisen (Abbildung 4B). So sind das 5‘- und 3‘-Ende durch 
einen 7 bp langen Akzeptorstamm miteinander verbunden, wobei am 5‘-Ende 
eine Vorläuferflanke und am 3‘-Ende das CCA-Motiv übersteht (Abbildung 4A 
und B). Zwei Ausnahmen sind die tRNAHis und tRNASeC [89], welche eine 
Verlängerung des Akzeptorstamms aufweisen. Im bakteriellen System ist die 
Länge des Akzeptorstamms relevant, spielt eine Rolle bei der Erkennung der 
kanonischen Spaltstelle +1/-1 und interagiert mit dem U69 der P RNA [90-92]. Die 
Vorläuferflanke (5‘-Flanke) interagiert im Gegensatz zum tRNA Körper nicht mit 
der P RNA, sondern nur mit dem P Protein. Dabei sind die Nukleotide -2, sowie 
-4 bis -7 involviert [66, 93, 94]. Zwar ist auch die P RNA allein in der Lage eine 
Prä-tRNA zu prozessieren, jedoch wird die Affinität zum Substrat durch die 
Proteinuntereinheit signifikant erhöht [66, 95, 96]. Ein weiterer 
Erkennungsmechanismus ist die Interaktion zwischen der TΨC-Schleife der Prä-
tRNA mit den P7-P11 Schleifen der P RNA [97-99]. Eine untergeordnete Rolle in 
der Substraterkennung spielen der Anticodon-Stamm, sowie der D-Arm mit der 
Dihydrouracilschleife (D-Schleife) [100]. Eine weitere Interaktion findet zwischen 
dem 3‘-CCA Ende der tRNA statt, welches in vielen Organismen codiert auf dem 
Genom vorliegt und den Nukleotiden in der C-Domäne der P RNA statt. Konkret 
kommt es zu Watson-Crick-Basenpaarungen zwischen den konservierten 
Nukleotiden GG(U) in der Schleife J15/16 (L15 für Typ B) der P RNA und den 
komplementären 3‘-(R)CCA-Ende ausgebildet [101]. Unter allen diversen 
Wechselwirkungen zwischen dem Substrat und der RNase P stellen die 
Interaktionen, bei der Nukleotide in der Helix und des Akzeptorstamms und des 
T/D-Arm der tRNA involviert sind, die primären Interaktionen dar [91, 102, 103]. 
Im archaealen System werden die Hauptinteraktionen ebenfalls durch die P RNA 
vermittelt. Dabei sind die Wechselwirkungen zwischen der D-Schleife, der TΨC-
Schleife und den konservierten Regionen II und III der P RNA, sowie die 
Interaktion mit dem Akzeptorstamm ähnlich zu dem bakteriellen System [76, 
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104]. Die Interaktion zwischen dem 3‘-(R)CCA Ende mit einem konservierten 
Bereich der RNA Untereinheit scheint nicht vorhanden zu sein [76]. Die 
Proteinuntereinheiten Rpp21-Rpp29 haben zudem einen Einfluss auf die 
Bindung, sowie die Spaltstellenbestimmung [104].  
 
 
Abbildung 4: Übersicht von Prä-tRNA-Strukturen und RNase P-Domänen 
In dieser Abbildung sind die Primär- und die Tertiärstruktur einer Prä-tRNA abgebildet. 
Zusätzlich zu den Substraten ist Sekundärstruktur einer bakteriellen Konsensus- P RNA, sowie 
die Tertiärstruktur von PRORP1 dargestellt. (A) Sekundärstruktur einer Prä-tRNA mit farblichen 
Kennzeichnungen der einzelnen Bereiche. Die konservierten Nukleotide sind ausgeschrieben 
(A, G, C oder U). Die Prä-tRNA setzt sich zusammen aus der 5‘-Flanke, dem Akzeptorstamm 
(i.d.R. 7 nt), dem D-Arm mit der Dihydrouracilschleife (D-Schleife), dem T-Arm (5 nt) mit der 
TΨC-Schleife (7 nt), sowie dem Anticodon-Stamm (7 nt) mit der Anticodon-Schleife und dem 
Anticodon in der Mitte, dem 3‘-RCCA-Ende, sowie einer variablen Schleife (nach [89, 100, 105]). 
(B) Tertiärstruktur einer Prä-tRNA, in welcher die typische L-Form deutlich wird. Die farbliche 
Kennzeichnung der einzelnen Bereiche entspricht Abbildung (A). Es ist zu erkennen, dass der 
T-Arm den „Ellbogenbereich“ bildet (nach [89, 100, 105]). (C) Minimale Konsensus Struktur einer 
bakteriellen RNase P RNA. Hervorgehoben sind die einzelnen Schleifen, sowie farblich die 
Spezifitäts- (S-Domäne) und die katalytische Domäne (C-Domäne). Konservierte Nukleotide 
sind ausgeschrieben (A, C, G oder U) (angelehnt an [106]). (D) Kristallstruktur der Protein-
basierten RNase P von A. thaliana (PRORP 1). Es besteht aus einer PPR-Domäne, 
(pentatricopeptide repeat), welche an der RNA Bindung beteiligt ist, einem zentralen Zink-Finger 
Motiv, sowie einer Nuklease Domäne, welche in der Prozessierung der Substrate und 
Koordination der Metallionen eine Rolle spielt [51].  
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1.3.2 Protein-basierte RNase P 
Die Substraterkennung der Protein-basierten RNase P Enzyme (PRORP) ist am 
besten an den pflanzlichen Vertretern aus A. thaliana untersucht worden. In 
A. thaliana sind drei unterschiedlich lokalisierte PRORP-Isoenzyme bekannt. 
PRORP1 ist in den Organellen (Mitochondrien und Chloroplasten) lokalisiert, 
wohingegen PRORP2 und PRORP3 sich im Nukleus befinden [47]. Es zeigten 
sich grundlegende Unterschiede in der Substraterkennung zwischen den 
Ribonukleoprotein-Enzymen und den PRORPs.  
 Weder die 5‘-Flanke noch das 3‘-Ende haben einen entscheidenden 
Einfluss auf die Substraterkennung und –prozessierung durch PRORP [107, 
108]. Allerdings bevorzugt PRORP2 kurze flankierende Sequenzen an beiden 
Enden [50]. Die Substratbindung von maturer tRNA war signifikant schlechter als 
die von Prä-tRNA mit 5´-Flanke [107]. Somit ist der tRNA Körper für die 
Erkennung und Bindung relevant. PRORP1 und PRORP2 zeigten mindestens 
vier direkte Interaktionen mit dem tRNA Körper [109]. Es zeigte sich bei 
Footprinting Experimenten mit PRORP1, dass Bereiche der D- und TΨC-Schleife 
geschützt wurden [110]. In späteren Versuchen wurde deutlich, dass die TΨC-
Schleife, zusammen mit dem Akzeptorstamm für eine Substratbindung 
ausreichend ist, aber die Affinität mit dem D-Arm erhöht werden kann [107, 108]. 
Der Anticodon-Stamm scheint bei der Substraterkennung nicht relevant zu sein 
[108]. Ein hairpin-Minimalsubstrat, welches einem koaxial gestapelten Akzeptor-
/T-stamm mit TΨC-Schleife entspricht, wird allerdings bedeutend schlechter 
gebunden und prozessiert [107, 108]. Wurden in diese Stammstruktur einzelne 
Nukleotide in die 5‘-Hälfte der Helix eingeführt (bulge von 9 Nukleotiden) 
eingeführt, so dass sich eine leicht L-förmige Struktur ausbilden konnte, wurde 
die Prozessierung deutlich verbessert [108]. In den Enzymen scheint für die 
Spaltgenauigkeit die Distanz zwischen Akzeptorstamm und dem T-Arm mit 
Schleife relevant zu sein, denn eine Verlängerung, sowie Verkürzung führt zu 
einer Fehlspaltung [108, 110, 111]. 
1.4 Aquifex aeolicus 
Aquifex aeolicus ist ein hyperthermophiles, motiles, nicht-sporulierendes und 
Gram-negatives Bakterium, welches zur Familie der Aquificaceae gehört. Mit 
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einer Wachstumstemperatur von bis zu 95°C zählt es zu den thermophilsten 
Organismen, die bisher bekannt sind (mehr Informationen unter Publikation III im 
Anhang).  
Diese Familie besitzt keine Gene für die Untereinheiten der bakteriellen 
RNase P im Gegensatz zu den Schwesterfamilien. Allerdings besitzen diese 
Bakterien Gene für eine neuartige Form der RNase P. Diese ist Protein-basiert 
und nur ungefähr 23 kDa groß [49]. Entsprechend ihrer Herkunft wurde diese 
neue RNase P-Form AaRP (Aquifex aeolicus RNase P) benannt. 
 
2 Zielsetzung 
Die RNase P ist ein essenzielles Enzym, welches in allen drei Domänen des 
Lebens identifiziert werden konnte. Es ist verantwortlich für die Spaltung der 5‘-
Flanke von Vorläufer-tRNAs. Es sind zwei Formen dieses Enzyms bekannt, die 
RNA-basierte Form, welche aus einer katalytischen RNA und ein bis zehn 
Proteinuntereinheiten besteht, sowie einer rein Protein-basierten Form, welche 
zunächst nur in höheren Organismen identifiziert werden konnte.  
In dieser Arbeit sollte sowohl die Identifizierung der RNase P aus 
Aquifex aeolicus als auch die Charakterisierung erfolgen. Zunächst wurden die 
in Vorarbeiten identifizierten P Protein-Kandidaten rekombinant hergestellt und 
biochemisch untersucht. Es stellte sich heraus, dass die RNase P von 
A. aeolicus (AaRP) als singuläres Protein vorliegt. Durch dieses Ergebnis 
ergaben sich drei weitere Forschungsprojekte, welche sich alle mit der 
prokaryotischen Protein-basierten RNase P beschäftigten. Zunächst sollte die 
neu identifizierte Form der RNase P genauer charakterisiert werden. Der Fokus 
sollte dabei auf der Substratspezifität, der Substratbindung, der enzymatischen 
Aktivität sowie einer vermeintlichen Oligomerisierung liegen. Dies sollte sowohl 
durch in vitro Studien mit dem rekombinanten Protein als auch in vivo in 
verschieden bakteriellen Modellorganismen untersucht werden. Das in 
A. aeolicus identifizierte Enzym ist die bisher kleinste bekannte Form einer 
Protein-basierten RNase P und weist erstaunlicherweise keine erkennbare 
Substratbindungs-Domäne auf. Durch Kristallisationsexperimente sollte die 
Struktur dieses neuartigen RNase P-Enzyms aufgeklärt werden, was eventuell 
auch Erkenntnisse dazu liefern könnte, wie das Enzym Substratspezifität erlangt. 
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  Im Verlauf dieser Studien wurden durch bioinformatische Analysen 
Homologe von AaRP (HARP) in verschiedenen Prokaryoten identifiziert. 
Erstaunlicherweise wiesen diese Organismen sowohl Gene für die RNA-basierte 
RNase P als auch für das neu entdeckte HARP auf. Daraus entstanden zwei 
Nebenprojekte, die sich mit der Fragestellung beschäftigten, welche Funktion die 
HARP-Enzyme in den jeweiligen Organismen besitzen und ob sie tatsächlich 
auch RNase P-Aktivität aufweisen. Weiterhin sollten von den Archaeen und 
Bakterien stellvertretend einige Organismen genauer bezüglich ihrer RNase P-
Enzyme analysiert werden, um mögliche Unterschiede zwischen archaealen und 
bakteriellen HARP-Varianten aufzudecken. Zusätzlich zu den Studien mit den 
rekombinanten Enzymen sollten die archaealen HARPs auch im jeweiligen 
ursprünglichen Organismus (Haloferax volcanii und Methanosarcina mazei) 
funktionell analysiert werden. Bei den ausgewählten Bakterien mit beiden 
RNase P-Formen wurden sowohl die HARPs als auch die klassischen RNA-
basierten RNase P-Enzyme analysiert. Da bei den zum größten Teil 
extremophilen Bakterien Studien im ursprünglichen Organismus nicht möglich 
waren, sollten sowohl die bakteriellen HARPs als auch die beiden Untereinheiten 
der RNA-basierten RNase P (kodiert von rnpA und rnpB) für in vivo-Studien in 
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3 Material und Methoden 
3.1 Bakterienstämme 
Die folgende Tabelle enthält alle in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme. 
Zusätzlich zu den Gattungsnamen sind auch der Genotyp, die Referenz sowie 
die entsprechende Inkubationstemperatur angegeben. Für die Vermehrung 
klonierter Vektoren wurde das Gram-negative Bakterium Escherichia coli (E. coli) 
DH5α verwendet. Für die Expression rekombinanter Proteine wurden E. coli 
BL21(DE3) oder E. coli Rosetta(DE3) genutzt. Die Komplementation der 
endogenen RNase P durch eine Vektor-exprimierte RNase P wurde in E. coli BW 
durchgeführt. Der Gram-positive Stamm Bacillus subtilis (B. subtilis) d7 wurde 
zur Analyse der Funktionalität des P Proteins der RNase P in vivo verwendet.  
 
Tabelle 1: Auflistung der in dieser Arbeit verwendeten Bakterienstämme. 
Es ist der Organismus, sowie der Genotyp, die Inkubationstemperatur und die Referenz angegeben.  
 
























B. subtilis Genotyp Temp. Referenz 
d7 
trpC2 metB10 SPβ- (Eryr), 
rnpA::Pxylose 
28-37°C [114] 
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3.1.1 Lagerung und Kultivierung der Bakterienstämme 
Die in Tabelle 1 gelisteten Stämme wurden für eine Langzeitlagerung bei -80°C 
als 50%-ige Glycerol-Kultur angelegt. Für eine Lagerung bis maximal 4 Wochen 
wurden der gewünschte Stamm auf eine 1%-ige LB-Agar Platte (± Antibiotika; 
± Kohlenstoffquelle) ausgestrichen, bis zu einer Koloniebildung bei 
entsprechender Temperatur inkubiert und anschließend entweder bei 
Raumtemperatur (B. subtilis) oder 4°C (E. coli) gelagert.  
Für die Vermehrung eines Klons in Flüssigmedium wurden für analytische 
Untersuchungen 3 - 5 mL oder für Expressionen 250 - 1000 mL Flüssigkultur mit 
den entsprechenden Antibiotika beimpft und bei 180 - 220 rpm (GSL-3300, 
Luftinkubator) inkubiert. Es wurden folgende Antibiotika einzeln oder in 
verschiedenen Kombinationen verwendet: 100 µg/mL Ampicillin, 50 µg/mL 
Kanamycin oder 34 µg/mL Chloramphenicol für E. coli, sowie 20 µg/mL 
Kanamycin und 5 µg/mL Chloramphenicol für B. subtilis d7. Bei Verwendung von 
E. coli BW wurde zusätzlich 10 mM Arabinose als Kohlenstoffquelle zugegeben. 
Bei Zugabe von 10 mM Glukose wurden Komplementationsexperimente (3.7.1) 
mit E. coli BW durchgeführt. Im Falle von dem Stamm B. subtilis d7 wurde dem 
Medium entweder 2% Xylose (v/v) oder 2% Glukose (v/v) zugegeben und 
ebenfalls Komplementationsexperimente durchgeführt.  
 
3.1.2 Herstellung chemisch-kompetenter Bakterien 
Chemisch-Kompetente Bakterien werden benötigt, um genetisches Material 
durch eine Thermotransformation aufnehmen zu können. In dieser Arbeit wurden 
verschiedene E. coli-Stämme durch zwei unterschiedliche Methoden Kompetent 
gemacht.  
Im Falle von E. coli DH5α wurde eine 3 mL Übernachtkulturen beimpft und 
damit am nächsten Tag eine Kultur mit einer Optischen Dichte (OD600) von 0.1 
beimpft. Die Kultur wurde bis zu einer OD600 von 0.5 - 0.6 inkubiert. Nach dem 
Erreichen wurden die Zellen für 10 - 15min auf Eis inkubiert und anschließend 
geerntet (7 min, 5 000 rpm, 4°C). Je 50 mL Kultur wurde das Pellet in 15 mL 
eiskalter TFB-1 Lösung aufgenommen und anschließend wieder geerntet. Pro 
50 mL Ausgangskultur wurde das Pellet nun in 6 mL TFB-3 Lösung 
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aufgenommen und in eisgekühlte Reaktionsgefäße aufgeteilt. Die aliquotierten 
Zellen wurden in flüssigen Stickstoff eingefroren und bis zur Verwendung bei -
80°C gelagert.  
Für E. coli BW, Rosetta (DE3), BL21 (DE3) und BL21 (DE3) pLysS wurde 
eine Übernachtkultur am nächsten Morgen 1:100 in frisches LB-Medium verdünnt 
und bis zu einer OD600 von 0.2-0.5 weiter inkubiert. Anschließend wurden die 
Zellen für 10 min auf Eis gelagert, 3 min bei 5 000 rpm und 4°C geerntet und das 
Zellpellet in 1/10 V des Ursprungsvolumens in TSS-Puffer (5 g PEG 8000, 1.5 mL 
MgCl2 (1 M), 2.5 mL DMSO auf 50 mL mit LB) aufgenommen. Diese Zellen 
wurden entweder sofort für eine Transformation genutzt oder in 50 µl Aliquot bei 
-80°C gelagert.  
 
3.1.3 Herstellung elektro-kompetenter Bakterien 
Für die Elektrotransformation wurden B. subtilis Zellen verwendet, welche zuvor 
kompetent gemacht wurden. Dazu wurde ein Protokoll verwendet, welches durch 
die verwendeten Puffer und Medien besonders die Stabilisierung der 
transformierten Zellen begünstigt (angelehnt an [115]).  
 
3.1.4 Transformation von genetischem Material (Hitzeschock) 
Das für die Thermotransformation genutzte genetische Material stammte 
entweder aus einer Ligation (3.2.5) oder es wurde ein bereits klonierter und 
sequenzierter Vektor (Tabelle 4) genutzt. Das folgende Protokoll (angelehnt an 
[116]) wurde sowohl für die Transformation von E. coli DH5α, als auch E. coli BW 
und E. coli Rosetta (DE3) benutzt. Dabei variierte lediglich der erste Schritt des 
Protokolls, je nachdem um welches genetische Ausgangsmaterial es sich 
handelte.  
Im Falle einer Ligation (3.2.5) wurden 20 µl des Ansatzes mit 30 µl 
chemisch-kompetenten E. coli DH5α gemischt und für 15 - 30 min auf Eis 
inkubiert. Handelte es sich um einen bereits klonierten und sequenzierten Vektor 
wurden 200 - 500 ng bei einem maximalen Volumen von 5 µl mit 50 µl chemisch-
kompetenten Zellen gemischt und für 5 - 10 min auf Eis inkubiert. Anschließend 
wurde die Zellsuspension für 1,5 min auf 42°C erhitzt, kurz auf Eis abgekühlt und 
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mit 500 µl LB-Medium ohne den Zusatz von Antibiotika versetzt. Für die 
Regeneration wurden die Zellen für 45 - 60 min, schüttelnd bei 37°C inkubiert 
bevor sie geerntet (2 min, 8 000 rpm) wurden. Das Pellet wurde in maximal 70 µl 
LB Medium aufgenommen und danach auf die entsprechenden Selektionsplatten 
ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert.  
 
3.1.5 Transformation von genetischem Material (Elektroporation) 
Die Elektroporation wurde verwendet, um B. subtilis zu transformieren. Dazu 
wurde ein bereits klonierter und sequenzierter Vektor (Tabelle 4) verwendet, 
vermehrt in E. coli DH5α und gereinigt. 
Die elektrokompetenten Zellen (80 µL) wurden mit mindestens 500 ng 
Plasmid-DNA gemischt, für einige Minuten auf Eis inkubiert und in eine 
Elektroküvette (0,2 cm) überführt. Die Transformation erfolgte mit Hilfe des 
Pulsgenerators (BioRad). 
Nach dem Einzelimpuls (2,5 kV, 50 µF, 100 Ω) wurden die Zellen mit 1 mL 
vorgewärmten Medium (37°C, outgrowth-Medium (LB, 0,5 M Sorbitol, 0,38 M 
Mannitol, 1% (w/v) Xylose)) vermischt, in ein Reaktionsgefäß überführt und für 
2 h bei 37°C inkubiert. Die Zellen wurden geerntet (6 000 rpm, RT) in 80 µL 
restliches outgrowth-Medium aufgenommen und auf Selektionsplatten (LB-
Medium, 2% (w/v) Xylose, kann 20, cam 5) ausplattiert. Die Koloniebildung 
erfolgte für 24 - 48 h bei 37°C. 
 
3.1.6 Kolonie Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) 
Die Kolonie-PCR wurde eingesetzt, um zum einen nach einer Ligation die Größe 
des gewünschten Inserts zu überprüfen, sowie nach einer Transformation, dass 
vorhanden sein des Vektors. 
Für die Reaktion wurde der 5xHOTCytoPol-Mix (Cytogen, Deutschland) 
verwendet. Dabei wurde nach Herstellerangaben ein Reaktionsvolumen von 
10 µl angesetzt und die Einzelkolonie, nach dem Transfer auf eine Masterplatte 
darin aufgenommen. Als Oligonukleotide wurden Sequenzierungsprimer, welche 
in Tabelle 2 aufgelistet sind verwendet. Das Thermoprotokoll befindet sich in 
Tabelle 3. Durch die Verwendung der Sequenzierungsprimer kann anhand der 
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Größe des PCR-Produktes auf das Vorhandensein des spezifischen DNA-
Fragments geschlossen werden. Ohne ein Insert hat das Fragment des der 
Vektor pDG148(+) eine Größe von 440 bp und pET28a(+) von 317 bp.  
Zur Analyse der Kolonie-PCR wurden 3.5 µl des Ansatzes durch ein 0.8%-
iges Agarose-Gel (3.2.2) der Größe nach aufgetrennt. Wenn die Größe der 
Erwartung entsprochen hat, wurden diese Klone als analytische Kultur 
angezogen, entweder um eine Plasmidisolation durchzuführen oder um eine 
Glycerol-Kultur anzulegen.  
 
Tabelle 2: Auflistung der Oligonukleotide für die Kolonie-PCR 
In der nachfolgenden Tabelle sind die verwendeten Oligonukleotide dem entsprechenden Vektor 
zugeordnet. Die Sequenz ist in 5‘-3‘-Richtung angeben und in Triplets aufgeteilt.  
 
Vektor Name Sequenz 5‘- 3‘ 
pDG148(+) 
pDG_Seq_for GCT CAG CTG GAA TTC TAC AC 
pDG_Seq_rev CTC AAA CAT CAA ATC TTA CAA ATG TAG TC 
pET28a(+) 
T7 TAA TAC GAC TCA CTA TAG GG 
T7 term CTA GTT ATT GCT CAG CGG 
 
Tabelle 3: Thermoprotokoll für eine Kolonie-PCR 
In der nachfolgenden Tabelle ist das Thermoprofil für eine Kolonie PCR aufgeführt, welches für alle 
Konstrukte angewendet wurde.  
 
95°C 15 min  
95°C 0.5 min  
60°C 0.5 min            25x 
72°C 1.16 min  
72°C 5 min  
12°C Pause  
 
3.2 Klonierung von Vektoren zur Charakterisierung rekombinanter 
Proteine 
Um verschiedene Proteine gezielt zu exprimieren wurden die entsprechenden 
Gene in diverse Vektoren eingebracht, welche sich je nach Ihrer Nutzung in ihren 
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Eigenschaften unterschieden haben. Dabei wurden verschiedene 
Grundvektorarten verwendet: pJET1.2blunt (Thermo Scientific) oder 
pCR2.1TOPO (Invitrogen) für Zwischen-Klonierungen für den eigentlichen 
Zielvektor, pET28a(+) (Novagen) für die Expression der Proteine mit oder ohne 
einer Histidin-Fusion am N- oder C-terminalen Ende und pDG148(+) für die 
Analyse der Proteine in ihrer Fähigkeit der Komplementation von E. coli BW. 
Für einige Konstrukte wurden die Gene durch die Firma Biomatik (USA) 
synthetisiert und in pUC57 eingebracht. Diese wurden als Ausgangsmaterial für 
die Klonierungen in den entsprechenden Zielvektor verwendet. Eine Übersicht 
aller Kombinationen der zu untersuchenden Gene in den verschiedenen 
Vektoren finden sie in der nachfolgenden Tabelle 4. 
 
3.2.1 Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) 
Die Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR) dient zur Vervielfältigung von 
spezifischen DNA-Sequenzen. Dabei wird folgender Zyklus mehrmals 
wiederholt: Im ersten Schritt wird der DNA-Doppelstrang denaturiert, als 
nächstes folgt die Anlagerung sequenzspezifischer Oligonukleotide und zum 
Schluss die Elongation durch eine thermostabile DNA-Polymerase. 
 Für die Amplifikation der Gene aq_880, aq_707 und aq_221 aus 
genomischer DNA von A. aeolicus wurde der LongPCREnzyme Mix 
(Thermo Scientific) nach Herstellerangaben verwendet. Die 
Anlagerungstemperatur der Oligonukleotide lag bei 60°C [49]. Für die in Tabelle 
4 aufgeführten Gene wurde sowohl der Phusion High-Fidelity PCR Master Mix 
with HF Buffer (Thermo Scientific), als auch die Invitrogen™Platinum™SuperFi 
DNA Polymerase (Invitrogen) nach Herstellerangaben verwendet. Die 
Anlagerungstemperatur der Oligonukleotide lag ebenfalls bei 60°C. Nach der 
Durchführung der PCR wurde der Erfolg und die Reinheit mittels einer Agarose-
Gelelektrophorese (3.2.2) überprüft.  
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Tabelle 4: Übersicht der verwendeten Vektoren. 
Auflistung der Vektoren zur Herstellung rekombinanter Proteine. Dabei wird sowohl die Genbezeichnung (Gen), als auch der Ursprungsorganismus (Organismus) angeben. Die 
Gliederung der Vektoren pET28a(+) und pDG148(+) erfolgt in ein Fusionsprotein (His6) und ein nicht fusioniertes Protein (ohne). Die Vektoren des pGEX-mod besitzen am n-
terminalen Ende einen GST (Glutathione S-transferase) Fusion, sowie eine Protease-Sequenz (PreScission, cut). Ein Häkchen (✓) spiegelt ein erfolgreich klonierten, ein Kreuz 
() einen nicht klonierten Vektor wieder. 
 
Gen Organismus 
pET28a(+) pDG148(+) pGEX-mod 
c-His6 ohne c-His6 ohne n-GST-cut 
aq_880 
A. aeolicus 
✓ ✓ ✓ ✓ ✓ 
aq_221 ✓     
aq_707 ✓     
mth_243 M. thermautotrophicus ✓  ✓ ✓  
thein_2060 T. indicus ✓  ✓ ✓  
mtbma_c06930 M. marburgensis ✓  ✓ ✓  
hvo_1114 H. volcanii ✓  ✓ ✓  
minf_0007 M. infernorum ✓  ✓ ✓  
hhal_2243 H. halophila ✓*n-His6  ✓ ✓  
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mlg_2556 A. ehrlichii ✓  ✓ ✓  
tvnir_2893 T. nitratireducens ✓  ✓ ✓  
mm_2077 M. mazei ✓  ✓ ✓ ✓ 
pfc_09185 P. furiosus ✓  ✓ ✓ ✓ 
thein_0634 T. indicus    ✓  
minf_0924 M. infernorum    ✓  
hhal_1229 H. halophila    ✓  
mlg_RS1457 A. ehrlichii    ✓  
tvnir_3809 T. nitratireducens    ✓  
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3.2.2 Agarose-Gelelektrophorese 
Die Agarose Gelelektrophorese ist eine Methode DNA-Fragmente nach der 
Größe auf zu trennen. Dabei spielt die Nukleotidsequenz gleich langer 
Fragmente keine Rolle, da das Masse-Ladungsverhältnis identisch bleibt.  
 Für die Agarose-Gelelektrophorese wurde ein 0.5 - 2% Agarosegel 
benötigt. Je niedriger die Agarose Konzentration des Gels, desto größere 
Fragmente wurden aufgetrennt. Für das Gel wurde die entsprechende Menge an 
Agarose eingewogen, mit 1x TBE aufgefüllt und aufgekocht. Anschließend wurde 
dem aufgekochten Gel GelRed (1:20000, Biotium) zugesetzt.  
Standardmäßig wurden 5 µL einer DNA-Leiter aufgetragen. Die Gele 
wurden bei einer maximalen Spannung von 9-12 V/cm laufen gelassen. Nach 
dem Lauf wurden die Gele in einer Geldokumentationsanlage mittels 
ultravioletten Lichts dokumentiert. 
 
3.2.3 Restriktionsverdau 
Der Restriktionsverdau wird durch spezifische Nukleasen vermittelt. Diese 
erkennen in der Regel eine Sequenz von sechs Nukleotiden und spalten diese 
an unterschiedlichen Stellen. Dabei werden spezielle 5‘- und 3‘-Überhänge 
generiert. Wird sowohl der Vektor als auch das gewünschte Insert mit Nukleasen 
behandelt, die einen identischen 5‘- und 3‘-Überhang produzieren, kann man 
diese durch eine Ligation (3.2.5) mit einander verbinden.  
 Bei der Restriktion eines Vektors wurde 1 µg eingesetzt, bei einer PCR 
10 µL des PCR-Ansatzes. Die Restriktionsenzyme wurden von Thermo Scientific 
bezogen und nach Herstellerangaben eingesetzt. In der Regel erfolgte während 
der Restriktion des Vektors ebenfalls eine Dephosphorylierung dessen, sowie im 
Anschluss eine Hitzeinaktivierung der Nukleasen. Sollte dieser Schritt nicht 
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3.2.4 Gelextraktion von DNA 
Die Extraktion von DNA Fragmenten aus Agarosegelen wird angewendet, sowohl 
bei einer PCR mit Nebenprodukten als auch bei einem verdauten Vektor, falls 
dieser oder das Insert weiterverwendet werden sollen.  
 Für die Gelextraktion wurde ein 0.3%-0.8%-iger Gel verwendet (3.2.2), 
nach dem Lauf wurde die Bande mittels UV-Licht ausgeschnitten, und das 
Gelstück mit dem Wizard® SV Gel and PCR Clean-Up System (Promega) oder 
Monarch Gel Extraction Kit (NEB) nach Herstellerangaben behandelt. Die Elution 
erfolgte in 15-30 µl ddH2O.  
 Die, aus diesem Schritt entstandenen gereinigten, DNA-Fragmente 
wurden anschließend mittels dem UV5-Spektrophotometer (Mettler Toledo) 
vermessen und in die Ligation (3.2.5) eingesetzt.  
 
3.2.5 Ligation 
Die Ligation wurde dazu genutzt, um Vektoren mit spezifischen DNA-Fragmenten 
zu erstellen. Sowohl der Vektor als auch das DNA-Fragment wurden mit 
Restriktionsenzymen behandelt, um spezifische 3‘- und 5‘-Überhange zu 
generieren. Dabei wurde darauf geachtet, dass die Enden des Vektors mit denen 
des DNA-Fragments kompatibel sind. Die vorhandenen Lücken bei einer Ligation 
werden durch eine DNA-Ligase geschlossen.  
 Für den Ansatz wurde die T4-DNA-Ligase (Thermo Scientific) nach 
Herstellerangaben eingesetzt. Standardmäßig wurden 50-80 ng Vektor, bei 
einem 5-fachen Überschuss des DNA-Fragments verwendet, wobei die Menge 
an einzusetzen DNA-Fragment (Insert [ng]) mit folgender Formel berechnet 
wurde. Nach der Ligation wurde eine Transformation (3.1.4) durchgeführt.  
 
Insert [ng] =





Die Isolation der Plasmide wurde für verschiedene Zwecke durchgeführt. Zum 
einen dienten die Vektoren als Templat für PCR-Reaktionen, oder bei 
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Leervektoren als Grundvektor für Restriktionen. Zudem wurden die neu 
gebildeten Vektoren für eine Sequenzierung isoliert.  
Für die eine kleine Präparation wurde das GeneJet Plasmid Mini Kit 
(Thermo Scientific), für größere entweder das Plasmid Midi Kit oder Plasmid Maxi 
Kit (Qiagen) verwendet.  
 
3.2.7 Isolation von genomischer DNA 
Für die Isolation von genomischer DNA (gDNA) wurde das QIAamp DNA Mini Kit 
(Qiagen) nach den Angaben für die Extraktion aus Gram-positive Zellen 
verwendet. Für das Protokoll wurden gefrorene Zellpellets von 
M. thermautotrophicus und M. marburgensis (AG Landau, MPI-Marburg) 
eingesetzt.  
 
3.2.8 Klonierung der pET28a(+)-Vektoren 
Der pET28a(+) ist ein high-copy Vektor, was bedeutet, dass er in 10-100 Kopien 
pro Zelle vorliegt. Er besitzt eine Resistenzkassette für das Antibiotikum 
Kanamycin. Durch eine geeignete Wahl der Restriktionsstellen kann an das fina-
entstehende Protein eine C- oder N-terminaler His-Fusion erfolgen.  
Für die Klonierung wurde von folgenden Stämme die isolierte genomische 
DNA verwendet: A. aeolicus (AG Hartmann, Marburg), A. ehrlichii (DSMZ), 
T. indicus (DSMZ), T. nitratireducens (DSMZ), H. halophila (DSMZ), 
M. thermautotrophicus (3.2.7) und M. marburgensis (3.2.7). Für weitere 
Konstrukte wurde aus der NCBI Datenbank die entsprechende Gensequenz für 
die Gen-Synthese durch Biomatik (USA/Canada) verwendet, welche dann 
inklusive der Schnittstellen in pUC57 kloniert wurden: H. volcanii, P. furiosus, 
M. infernorum und M. mazei. Für die Klonierung der Gene aus A. aeolicus 
(aq_221; aq_707; aq_880) wurde zunächst das PCR-Produkt in den Vektor 
pCR2.1TOPO (Invitrogen) eingebracht und sequenziert. Es folgte die Restriktion 
mit den Enzymen NcoI und XhoI (Fermentas) um das Insert zu erhalten. Für 
aq_221 wurde das Insert durch die Enzyme BspHI und HindIII (Fermentas) 
generiert. Der Vektor pET28a(+) wurde mit den Enzymen NcoI und XhoI 
(Fermentas) beziehungsweise NcoI und HindIII (Fermentas) behandelt. Nach 
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einer Hitzeinaktivierung erfolgte die Ligation (3.2.5). Für die Klonierung der 
anderen Enzyme, mit Ausnahme von mlg_2556 (BspHI und XhoI) wurde 
entweder das PCR-Produkt oder der pUC57-Klon (Tabelle 5), sowie der 
Leervektor pET28a(+) mit den Restriktionsenzymen NcoI und XhoI 
(ThermoScientifc) behandelt. Im Falle des pUC57-Klons wurde das Insert durch 
eine Gelelution (3.2.4) gereinigt, wohingegen die anderen Reaktionen 
Hitzeinaktiviert wurden und für die Ligation eingesetzt werden konnten (3.2.5). 
Anschließend erfolgte die Transformation nach E. coli DH5α (3.1.4).  
 
Tabelle 5: Auflistung der extern synthetisierten Plasmide für die Klonierung nach pET28a(+) 
Es sind sowohl der Organismus, sowie der Name des Gens, ob es Codon optimiert ist für E. coli und das 
erhaltene Plasmid angegeben.  
 
Organismus Gen Codon optimiert Plasmid 
H. volcanii hvo_1114 Ja pUC57::hvo1114 
P. furiosus pfc_09185 Ja pUC57::pfc09185 
M. infernorum minf_0007 Ja pUC57::minf0007 
M. mazei mm_2077 Nein pUC57::mm2077 
 
3.2.9 Klonierung der pDG148(+) Vektoren 
Der pDG148(+) ist ein high-copy Vektor, was bedeutet, dass er in 10-100 Kopien 
pro Zelle vorliegt. Er besitzt eine Resistenzkassette für das Antibiotikum 
Ampicillin. Dieser Vektor kann sowohl für E. coli als auch B. subtilis verwendet 
werden. Bei diesem System werden die zu untersuchenden Proteine hinter einen 
Spac-Promotor kloniert, welcher eine minimale Hintergrundexpression ohne 
Induktion zu lässt. Bei Bedarf ist der Promotor durch IPTG induzierbar.  
Dieses Vektorsystem wurde für die Untersuchung der in vivo Aktivität der 
gewünschten Proteine genutzt, welches sowohl mit als auch ohne C-terminale 
Histidin-Fusion erfolgte. 
 Für die Klonierung wurde mittels PCR (3.2.1) auf die vorhandenen 
Vektoren pET28a(+) oder pUC57 das gewünschte Insert amplifiziert. Sollte das 
Protein mit einer C-Terminalen Histidin-Fusion versehen werden, wurde 
zusätzlich der T7-Terminator mit amplifiziert ( 
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Tabelle 7, Primer 646). In der Regel wurde das Insert, sowie der Vektor 
pDG148(+) mit Hilfe der Restriktionsenzyme SmaI und PaeI verdaut (3.2.3), eine 
Ausnahme stellten die P Proteine da, welche mit HindIII und PaeI verdaut 
wurden. Nach einer Hitzeinaktivierung erfolgte die Ligation (3.2.5), sowie im 
Anschluss die Transformation nach E. coli DH5α (3.1.4). 
 
3.2.10 Klonierung der pGEX-mod Vektoren 
Der pGEX-mod Vektor ist eine Form des pGEX-6P, welcher in der multiplen 
Klonierungsstelle eine NdeI Erkennungssequenz besitzt. Der Vektor wurde von 
der AG Reuter (Uni Marburg) bereitgestellt.  
 Die Klonierung in diesen Vektor sollte durch das Abspalten der 
Glutathione-Transferase-S (GST) Fusion ein annähernd natives Protein 
generieren. Dafür befindet sich zwischen dem GST-Tag und der Proteinsequenz 
eine Erkennungssequenz für die PreScission-Protease.  
 Für die Klonierung wurden die entsprechenden Gene durch eine PCR 
(3.2.1) auf schon vorhandene Vektoren mit den in Tabelle 8 aufgelisteten 
Oligonukleotiden durchgeführt. Das PCR Produkt wurde anschließend mit den 
Restriktionsenzymen NdeI und BamHI behandelt, sowie ebenfalls der Vektor 
pGEX-mod, welcher zusätzlich noch dephosphoryliert wurde. Durch eine 
Hitzeinkubation (80 °C, 10 min) wurden die Reaktionen abgestoppt und 
anschließend die Fragmente miteinander ligiert (3.2.5), transformiert (3.1.4) und 
durch eine Kolonie-PCR (3.1.6) analysiert. 
 
Tabelle 6: Auflistung der Oligonukleotide für die Klonierung in pET28a(+) 
Die verwendeten Oligonukleotide sind mit Nummer (Nr.) und Gen-Namen (Namen) aufgeführt. 
Schnittstellen sind fett hervorgehoben. aq = A. aeolicus, mlg = A. ehrlichii, thein = T. indicus, hhal = 
H. halophila, tvnir = T. nitratireducens, mtbma = M. marburgensis, mth = M. thermautotrophicus, mm = 
M. mazei 




AAG CCA TGG ATG TGT TCG TTC TCG ACA C / 




AAG CCA TGG AAA TCC TTG TAA TAG GCG GTG G / 
CT CTC GAG CTC CTT GAA CCT GTA AGG GGA GAA 
AG 




AAGTCA TGA GTG TGG AGG AAA AAG CGA GGA TAG 
G / 





TTT TCA TGA TGC GCC GAT TCG TGC / 




TTT CCA TGG ATG GCT TTT GAA TTA GAA GTT GAA 
AG / 




TTT CCA TGG ATG CGC CGA TTC GTG C / 




TTT CCA TGG ATG CGT CGC TTC GTT CTG G / 




TTT CCA TGG ATG CTT GCC AAG CAG AGA TTT G / 
TTT CTC GAG TCA TAA TAT TTA AGG TAT TCC TTG 




TTT CCA TGG ATG CTT GCA AAG CAG AGA TTC GTA 
C / 
TTT CTC GAG TTC ATA ATA TTT AAG GTA TTC CTT 




TTT TTT TCA TGA ATG AGA AAG TTT GTT TTA GAC 
ACC AGC / 
TTT TCT CGA GAG AAA CTG GCT CTC CGG T 
 
Tabelle 7: Auflistung der Oligonukleotide für die Klonierung in pDG148(+) 
Die verwendeten Oligonukleotide sind mit Nummer (Nr.) und Gen-Namen (Namen) aufgeführt. 
Schnittstellen sind fett hervorgehoben. aq = A. aeolicus, mlg = A. ehrlichii, thein = T. indicus, hhal = 
H. halophila, tvnir = T. nitratireducens, mtbma = M. marburgensis, mth = M. thermautotrophicus, mm = 
M. mazei, hvo = H. volcanii, minf = M. infernorum, pfc = P. furiosus 
 




AGC CCG GGC ATG GAT GTG TTC GTT CTC GAC AC / 
TTT GCA TGC TTA AAA CCT GTG TCT TAC CAA GC 




TTT CCC GGG ATG CGC CGA TTC GTG C /  




TTT CCC GGG ATG GCT TTT GAA TTA GAA GTT GAA 




TTT CCC GGG ATG CGC CGA TTC GTG C /  




TTT TCT AGA TGC GTC GCT TCG TTC TGG /  




TTT CCC GGG ATG CTT GCC AAG CAG AGA TTT G /  
TTT TCT AGA TCA TTC ATA ATA TTT AAG GTA TTC 




TTT CCC GGG ATG CTT GCA AAG CAG AGA TTC GTA 
C / TTT TCT AGA TCA TTC ATA ATA TTT AAG GTA TTC 




TTT TTC CCG GGA TGG CAG AAT ACC CGC TGA AAC / 




TTT TCC CGG GAT GCT GAA GCA GCG CTT TG /  





TTT TTC CCGGGA TGA TCC GTT TCA TCC TGG ATA 
CCA GC /  










TTT AAG CTT GTG GCG GCC CGA GG /  




TTT AAG CTT TTG TCG GCC GAC GAG AGG / 




TTT AAG CTT GTG AGC GGG CCA GCT CC /  
TTT GCA TGC TCA TTT CAC GTG CTC CAG CAA C 




TTT CCC GGG GTG GCG GCT TAC GGT ATA AAA AAA / 
TTT GCA TGC TCA ATA ACT TTT ATA ACT ATT TTT 





GGA ATT AGC TTG CAT GCT CAT ATT TTA AGT TTA 
TCC CCC / 
TTT TTT TTT CCC GGG ATG GCT TTT AGA AAT CCG 
GC 
 
Tabelle 8: Auflistung der Oligonukleotide für die Klonierung in pGEX-mod 
Die verwendeten Oligonukleotide sind mit Nummer (Nr.) und Gen-Namen (Namen) aufgeführt. 
Schnittstellen sind fett hervorgehoben. aq = A. aeolicus, mth = M. thermautotrophicus, mm = M. mazei und 
pfc = P. furiosus 
 











TTTTTTTTTCAT ATGCTGAAGCAGCGCTTTGTTCT /  












TTT TTTTTT TCA TAT GAT CCG TTT CAT CCT GGA TAC CAG 




3.2.11 In vitro Mutagenese von Aq880 und Mth243 
Die in vitro Mutagenese wurde durchgeführt, um einzelne Nukleotide aus zu 
tauschen, um auf Proteinebene einen Aminosäureaustausch hervorzurufen.  
Das Protokoll wurde in Anlehnung an QuikChange® XL Site-
DirectedMutagenesis Kit (AgilentTechnologies) verändert. Zum einem wurden 
die Polymerasen peqGOLD Pwo DNA Polymerase (Peqlab) oder 
Platinum SuperFi DNA Polymerase (Invitrogen) verwendet, sowie zusätzlich 
komplementäre (Art 1) oder Rücken-an-Rücken (Art 2) Primer. Dabei wurde 
darauf geachtet, dass sich die zu tauschende Base mittig in dem Mutagenese-
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Primern befindet. Eine Auflistung der Oligonukleotide für die Mutation von 
aq_880 befindet sich in Tabelle 9, sowie für mth_243 in  
Tabelle 10. Es wird zusätzlich die Anlagerungstemperatur (TA), sowie die 
geänderte Base (fett) und das geänderte Codon (unterstrichen) mit angeben. Um 
welche Art der Mutagenese es sich handelte ist ebenfalls aufgeführt.  
Die PCR (3.2.1) wurde nach Herstellerangaben durchgeführt und durch 
Agarose Gelelektrophorese (3.2.2) kontrolliert. Im Falle von komplementären 
Primern wurden 20 µL des PCR-Produkts mit 2 µL DpnI (Fermentas) für 3 h bei 
37 °C behandelt. Im Anschluss wurden 4 µl des DpnI-in-vitro-Mutagenese 
Ansatzes für die Transformation nach E. coli DH5α (3.1.4) genutzt. Wurden die 
Rücken-an-Rücken Primer genutzt, erfolgte nach der Kontrolle des PCR 
Produkts eine Phosphorylierung des 5'-OH Ende mit Hilfe der T4-Polynukleotid-
Kinase (T4 PNK, Thermo Scientific) nach Herstellerangaben, wobei 10 µl des 
PCR Ansatzes verwendet wurden. Anschließend erfolgte eine Kombination aus 
Ligation und Restriktion. Dabei wurden 10 µl des phosphorylierten PCR-Produkts 
für eine Ligation (3.2.5) eingesetzt mit zusätzlich 1 µL DpnI (Thermo Scientific) 
im Ansatz. Nach der Inkubation erfolgte die Transformation nach E. coli DH5α 
(3.1.4).  
 
Tabelle 9: Auflistung der Primer für die in vitro Mutagenese von aq_880 
Die verwendeten Primer sind mit der entsprechenden Primernummer (Nr.), sowie der 
Anlagerungstemperatur (TA) und dem Namen angeben. Die Sequenz ist in 5' ->3' dargestellt, wobei die 
geänderte Base fett gedruckt und das geänderte Codon unterstrichen ist. Bei der Art handelt es sich bei 1 
um komplementäre Primer (es ist nur einer der beiden angeben) und bei 2 um Rücken an Rücken Primer 
(es sind beide Primer angegeben, getrennt durch einen Querstrich). 
 
aq_880 




ATG TGT TCG TTC TCG CCA CGA GCG TTT TCA 











AAT ACT CGA CAG TAA AGA GGC CGT GGA TGT 





AAT ACT CGA CAG TAA AGA GGA CGT GGC TGT 
GCT GCT CCT TGC C 
60°C 1 





AAT ACT CGA CAG TAA AGA GGC CGT GGC TGT 





ACG GGG TTC TCG TTT CGG CGGCTG AAG GCC 





GGG AAT ACT CGA CAG TAA AGC GGA CGT GGA 





GGG AAT ACT CGA CAG TAA AGA CGA CGT GGA 





CAT GGT ATA TCT CCT TCT TAA AGT TAA AC/ 






















Tabelle 10: Auflistung der Primer für die in vitro Mutagenese von mth_243 
Die verwendeten Primer sind mit der entsprechenden Primernummer (Nr.), sowie der 
Anlagerungstemperatur (TA) und dem Namen angeben. Die Sequenz ist in 5' ->3' dargestellt, wobei die 
geänderte Base fett gedruckt und das geänderte Codon unterstrichen ist. Bei der Art handelt es sich bei 1 
um komplementäre Primer (es ist nur einer der beiden angeben) und bei 2 um Rücken an Rücken Primer 
(es sind beide Primer angegeben, getrennt durch einen Querstrich). 
 
mth_243 






































3.2.12 Sequenzierung der Vektoren 
Die Sequenzierung der Vektoren wurde durchgeführt, um eine erfolgreiche 
Klonierung oder in vitro Mutagenese zu bestätigen. Diese wurde von den Firmen 
MWG Eurofins (Deutschland) oder SeqLab (Deutschland) mittels Sanger-
Sequencing durchgeführt. Die Ergebnisse wurden als .FASTA Datei gesendet 
und mittels der Programme SerialCloner 2.6 (Freeware, 
http://serialbasics.free.fr/Serial_Cloner.html) oder SnapGene-Software (GSL 
Biotech; Version 4, www.snapgene.com) mit der gewünschten DNA Sequenz 
abgeglichen.  
 
3.3 Herstellung von verschiedenen Prä-tRNA Substraten 
Für die Charakterisierung der in dieser Arbeit genutzten Proteine wurden 
verschiedene Prä-tRNA Substrate untersucht. Dabei wurde als Standard-
Substrat die Prä-tRNAGly von Thermus thermophilus verwendet, welche einen 
14 nt-langen 5'-Überhang und 6 nt am 3‘-Ende (inklusive CCA) besitzt.  
Für die Herstellung dieser Substrate wurden zunächst du entsprechenden 
Plasmide isoliert (3.2.6) und linearisiert (3.2.3). Anschließend wurde eine T7-
transkription (3.3.5) mit dem linearisierten Plasmid durchgeführt und die RNA 
Geleluiert (3.3.7).  Zusätzlich zu den Plasmiden wurden ebenfalls PCR-Template 
eingesetzt, welchen entweder ein Plasmid oder ein Templat-Oligo als 
Ausgangsmaterial zu Grunde lag. Eine genaue Auflistung, sowie die Herstellung 
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3.3.1 Vektoren mit diversen Varianten der Prä-tRNAGly 
In dieser Arbeit wurden Plasmide verwendet, welche unterschiedliche Längen 
der 5'-Flanke der Prä-tRNAGly aufwiesen, sowie Variationen des Akzeptorstamms 
und Deletionen der tRNA Domänen. Eine Auflistung der verwendeten Plasmide, 
sowie das verwendete Restriktionsenzym zur Linearisierung des Plasmides sind 
in Tabelle 11 aufgelistet. 
 
Tabelle 11: Auflistung der Plasmide für 5'-Längen Varianten von Prä-tRNAGly 
Auflistung der Plasmide, welche als Templat dienten um verschieden 5'-Varianten Prä-tRNAGly zu erhalten. 
Es ist sowohl die Bezeichnung des Substrats (Prä-tRNAGly), als auch das Restriktionsenzym für die 
Linearisierung angeben. 
 
Prä-tRNAGly Vektor Linearisierung 
L14 pSBpt3-hh-L14 BamHI 
L7 pSBpt3-hh-L7 BamHI 
L4 pSBpt3-hh-L4 BamHI 
L2 pSBpt3-hh-L2 BamHI 
L1 pSBpt3-hh-L1 BamHI 
L14 Aa+2 pTtGly-Aa+2 BamHI 
L14 Aa-2 pTtGly-Aa-2 BamHI 
AaT pAaT-TtGly BamHI 
Aab9T pAab9T-TtGly BamHI 
 
3.3.2 Herstellung der Template für die T7 Transkription 
Um genug Plasmid zu erhalten, wurden die Plasmide durch eine mittlere 
Präparation (siehe Plasmidisolation 3.2.6 isoliert. Anschließend wurden die 
Plasmide mit Hilfe des Enzyms BamHI (Fermentas) linearisiert. Dazu wurden 20-
40 µg Plasmid-DNA in ein maximales Ansatzvolumen von 50 µl verdaut. Als 
Kontrolle wurden 300 ng des verdauten Vektors auf ein 0.8%-iges Agarosegel 
(3.2.2) aufgetragen und analysiert. Insofern das Plasmid vollständig linear vorlag, 
wurde eine Phenol-Chloroform-Reinigung (3.3.3) durchgeführt.   
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Zur Herstellung der Minimalsubstrate wurde eine PCR durchgeführt (3.2.1) mit 
den in Tabelle 12 aufgeführten Oligonukleotiden, anschließend erfolgte die 
Reinigung, entweder durch ein Agarose-Gel oder nur der PCR-Ansatz (3.2.4). 
Die Elution des Templat erfolgte in 40 µL Nuklease-freies Wasser und wurde 
vollständig für die Reaktion (3.3.5) genutzt. 
 
Tabelle 12: Auflistung der Oligonukleotide für die Herstellung von Minimalsubstraten 
Aufgeführt sind die verschiedenen Oligonukleotide, welche zur Herstellung der Minimalsubstrate 
verwendet wurden. For: Primer 1, Rev: Primer 2. Bei fehlendem Templat wurde der Vektor pSBpt3-hh-L14 
verwendet. Ausnahme Aab9Tmut, da es sich um teilweise Komplementäre Primer handelt, wurde kein 
Templat benötigt. Eine genaue Auflistung der Bedingungen findet sich in der Referenzpublikation. 
Minimalsubstrate 










































Die Phenol-Chloroform-Reinigung wird angewendet um Nukleinsäure-haltige 
wässrige Lösungen effizient von Proteinen abzutrennen. Diese verbleiben, 
denaturiert in der organischen Phase, während die Nukleinsäuren in der 
wässrigen Phase verbleiben [117].  
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Handelte es sich bei dem zu reinigenden Ansatz um das Templat für eine 
T7-Transkription wurde das Volumen mit ddH2O auf 200 µl aufgefüllt. 
Anschließend wurde das gleiche Volumen an Phenol (DNA) beziehungsweise 
saurem Phenol (RNA) dazu gegeben. Dieser Ansatz wurde für 1,5 min gevortext 
und für 5 min bei 10 000 rpm zentrifugiert. Die dadurch entstandene obere 
wässrige Phase wurde vorsichtig in ein neues Reagiergefäß überführt und mit 
dem gleichen Volumen an Chloroform versetzt, ebenfalls 1,5 min gevortext und 
5 min bei 10 000 rpm zentrifugiert. Zum Schluss wurde die obere wässrige Phase 
erneut in ein neues Reagiergefäß überführt und für die Ethanol-Fällung (3.3.4) 
genutzt.   
 
3.3.4 Ethanol-Fällung 
Die Ethanol-Fällung wird vor allem angewendet um die Nukleinsäuren zu 
konzentrieren und Konzentrationen an Salzen zu minimieren [118].  
 Die durch die Phenol-Chloroform-Fällung erhaltene wässrige Lösung 
wurde mit 1/10 des Volumens an 3 M Natriumacetat pH 5 und dem 2,5-fachen 
Volumen an reinem Ethanol versetzt. Der Ansatz wurde gut gemischt und 
entweder bei -80°C für mindestens 1 h oder über Nacht bei -20°C gelagert. 
Anschließend erfolgte eine Zentrifugation bei maximaler Umdrehung und 4°C für 
mindestens 1 h. Der Überstand wurde verworfen und das Pellet für 5 - 10 min bei 
Raumtemperatur getrocknet. Zum Schluss wurde das Pellet in Nuklease-freiem 
Wasser aufgenommen, die Konzentration bestimmt und bei -20°C bis zur 
Verwendung gelagert.  
 
3.3.5 T7 in vitro Transkription 
Die Isolierung von T7 RNAP erfolgt aus dem E. coli-Stamm BL21 pY639F. Die 
T7 RNAP besitzt einen Aminosäureaustausch an Position 693 von Tyrosin (Y)- 
gegen Phenylalanin (F), dadurch können neben normalen Ribonukleotiden 
(rNTPs) auch NTPs mit 2´-Ribose-Modifikationen (z.B. 2´-Fluoro-NTPs, 2´Amino-
NTPs, 2´-Deoxy-NTPs) als Substrat verwendet und somit in den RNA-Strang 
eingebaut werden. 
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Für die T7-Transkription wurde zunächst ein analytischer Ansatz (100 µL) 
durchgeführt, bevor der präparative (1 - 5 mL) angesetzt wurde. Die 
Zusammensetzung des Reaktionsansatzes findet sich in Tabelle 13. Während 
eines analytischen Ansatzes wurden nach 2 h und 4 h je 4 µl Probe zu 4 µl 
2x PPF gegeben und auf einem analytischen 8%-igen denat. PAA-Gel 
ausgewertet (3.3.6). Nach einem präparativen Ansatz erfolgte zunächst eine 
erneute Zugabe an T7 RNA Polymerase nach 2 h und nach Ablauf der 4 h 
Inkubation bei 37°C eine Phenol-Chloroform Reinigung (3.3.3) mit 
anschließender Ethanol-Fällung (3.3.4). Das gelöste Produkt der Ethanol-Fällung 
wurde mit dem gleichen Volumen 2x PPF versetzt und auf ein präparatives 8%-
iges denat. PAA-Gel aufgetragen (3.3.6) und anschließend Geleluiert (3.3.7).  
 
Tabelle 13: Ansatz einer T7 in vitro Transkription 
Aufgelistet sind die Endkonzentrationen eines präparativen Ansatzes. Die Inkubation erfolgte bei 37°C für 
4 h, wobei nach 2 h noch einmal T7 RNA Polymerase zugeben wurden. 
 
T7 in vitro Transkription 
20 mM MgCl2 
80 mM Hepes, pH 7,5 
1 mM Spermidine 
5 mM DTT 
0.05 U Pyrophosphatase  
40 µg Templat, linearisiert 
3.75 mM Je NTP 
5 % DMSO 
1/50 V T7 RNA Polymerase 
 
3.3.6 Denaturierende Polyacrylamid-Gelelektrophorese (PAGE) 
Die Polymerisationsreaktion von Polyacrylamid (PAA) wird durch die Zugabe von 
1/1000 V N;N;N’;N'-Tetramethylethylendiamin (TEMED) und 1/100 V 10% (w/v) 
Ammoniumperoxodisulfat (APS) gestartet. Dabei ist der Grad der 
Quervernetzung abhängig vom Acrylamid:Bisacrylamid Verhältnis, wobei die 
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Porengröße durch die Acrylamid-Konzentration bestimmt wird. Je nach Größe 
der zu untersuchenden Fragmente wurde die Konzentration angepasst, 
ausgehend von einer 20% PAA Stammlösung (8 M Urea, 20% PAA (50%, 48:2), 
1x TBE (89 mM Tris, 89 mM Borsäure, 2 mM EDTA), ad 1 L ddH2O).  
 Die mit 1x Ladepuffer (2x; 0,02% (w/v) Bromphenolblau, 0,02% (w/v) 
Xylencyanoblau, 2,6 M Urea, 66% (v/v) Formamid in 2x TBE) versetzten Proben 
wurden in die entsprechenden Proben-Taschen gegeben und das Gel in 1x TBE 
gefahren (10 - 30 mA). Anhand des Migrationsverhalten der verwendeten 
Farbstoffe wurde bei gewünschter Trennleistung das Gel gestoppt und entweder 
gefärbt (Ethidiumbromid, GelRed) oder mittels Autoradiographie untersucht.  
Für Aktivitätsanalysen wurden 20 - 25%-ige Gele verwendet und für die 
Reinigung und Analyse der T7-Transkripte, sowie das Radiolabeling 8%. 
 
3.3.7 Reinigung der T7-Transkription mittels Gel Elution 
Die Reinigung mittels einer Gel Elution erfolgte zum einen um die Enzyme und 
Puffer abzutrennen, sowie die Auftrennung der unterschiedlichen langen 
Transkripte.  
Für die Reinigung der T7-Transkripte wurde ein 8%-iges denat. PAA-Gel 
verwendet mit einer einzelnen großen Tasche. Der zuvor mit Phenol und 
Chloroform gereinigte Transkriptionsansatz wurde nach einer Ethanol Fällung in 
ddH2O aufgenommen und mit dem gleichen Volumen 2x PPF versetzt und 
anschließend auf das Gel aufgetragen. Da die meisten, in dieser Arbeit 
verwendeten Transkripte mit der oberen Farbstoffbande migrierten, wurde diese 
bis zur Mitte des Gels wandern gelassen, bevor das Gel gestoppt wurde.  
Nach dem Lauf wurde das Gel mittels UV shattering bei 580 nm behandelt 
und die Transkript Bande markiert. Diese wurde mit einem Skalpell 
ausgeschnitten und in 1 M NaOAc (5 - 10 mL) gegeben, über Nacht bei 4°C 
geschüttelt und am nächsten Tag mit dem 2,5 x Volumen an Ethanol p.a versetzt. 
Der Fällungsansatz wurde für 1 h bei -80°C gelagert, für 1 h bei 8 000 rpm 
zentrifugiert (4°C) und der Überstand anschließend verworfen. Nachdem das 
Pellet getrocknet war, wurden 50 - 100 µl ddH2O genutzt, um das Pellet zu lösen. 
Das gereinigte Transkript wurde bei -20°C bis zur Verwendung gelagert.  
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3.3.8 Radioaktive Markierung der Substrate am 5‘-Ende 
Für die radioaktive Markierung der Substrate am 5‘-Ende wurde gamma-ATP 
(32-P) eingesetzt.  
Zunächst wurden 30 pmol an Substrat am 5‘-Ende dephosphoryliert mit 
Hilfe einer alkalinen Phosphatase (Fast-AP, Thermo Scientific) nach 
Herstellerangaben mit anschließender Hitzeinaktivierung. Für die Markierung 
wurden ein 10 µL Ansatz genutzt, welcher sich nach den Herstellerangaben der 
T4-PNK (Thermo Scientific) richtete, wobei statt ATP insgesamt 3 µL gamma-
ATP 32-P zugesetzt wurden. Dieser Ansatz wurde für 1 h bei 37°C inkubiert und 
anschließend auf einem 8% denat. PAA-Gel aufgetrennt. Der Erfolg der 
Markierung wurde durch das Auflegen einer Imaging Plate für 60 - 90 Sekunden 
mit anschließender Auswertung durch einen Phosphoimager (Bio-Imaging 
Analyser BAS 1000, Fujifilm) überprüft. Das markierte Substrat wurde aus dem 
Gel ausgeschnitten und über Nacht bei 4°C in 500 µL 1 M NaOAc eluiert, am 
nächsten Tag mit dem 2,5x Volumen an 100% Ethanol versetzt und für 3 - 6 h 
bei -20°C gefällt. Nach einer einstündigen Zentrifugation (13 000 rpm, 4 °C) 
wurde das getrocknete Pellet in 10 µL ddH2O gelöst und letztendlich mit dem 
TriCarb (Perkin Elmer) vermessen. Die Lagerung des radioaktiven Substrates 
erfolgte in einem Bleigefäß bei -20°C. 
 
3.4 In vitro Analysen von rekombinanten Proteinen 
Die in dieser Arbeit verwendeten rekombinanten Proteine wurden mit Hilfe einer 
terminalen Histidin-Wiederholung exprimiert. Da die Proteine, welche analysiert 
werden sollten, überwiegend aus extremophilen Organismen stammten, wurde 
bei der Expression darauf geachtet ein Expression System zu nutzen, welche 
eine optimale Ausbeute ermöglichte. In Tabelle 4 sind die entsprechenden 
Proteine (durch ihre Genbezeichnung) aufgelistet.  
3.4.1 Expression der rekombinanten Proteine 
Für die Expression der Proteine wurde der Stamm E. coli Rosetta(DE3), E. coli 
BL21 (DE3) oder E. coli BL21 (DE3) pLysS verwendet. Der Stamm Rosetta 
besitzt das pRARE Plasmid, welches seltene Codons der tRNAs trägt. Dadurch 
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können Proteine trotz einer nicht-optimalen Codon Nutzung in E. coli mit einer 
verbesserten Ausbeute exprimiert werden.  
 Die Induktion der spezifischen Proteinexpression in E. coli Rosetta (DE3) 
wurde durch 0,2% Laktose in einem selbst-induzierendem LB-Medium (LB-AIM, 
0,05% Glukose, 0,2% Laktose, verändert nach Studier [119]) bei 37°C und 
180 - 220 rpm durchgeführt. Es wurde eine 800 - 1000 mL Kultur in Schikanen 
Kolben angelegt, welche entweder durch eine ausgestrichene Einzelkolonie oder 
direkt aus der Glycerolkultur angeimpft wurde. Die Expression wurde über Nacht 
durchgeführt und die Zellen am nächsten Tag geerntet (4°C, 3 000 rpm). Die 
Zellen wurden bei Bedarf bei -80°C bis zur Reinigung der Proteine gelagert.  
 Die Induktion von den E. coli BL21-Stämmen erfolgte mit 1 mM IPTG. 
Dafür wurde eine Übernachtkultur 1:100 - 1:1000 in frisches LB Medium verdünnt 
und das Wachstum photometrisch überwacht. Bei einer OD600 von 0.3 - 0.6 
wurde das IPTG zugegen und die Zellen nach 4 h geerntet (4°C, 3 000 rpm). 
Zusätzlich konnte dieser Stamm auch mit Hilfe der Autoinduktion verwendet 
werden. Die Zellen wurden bei Bedarf bei -80°C bis zur Reinigung der Proteine 
gelagert. 
 
3.4.2 Proteinreinigung mittels des Batchverfahrens 
Die Affinitätsreinigung mittels des Batch-Verfahrens wurde für erste Analysen 
des entsprechenden Proteins genutzt. Für diese Methode wurde Protino®-Ni-
NTA (Macherey-Nagel) eine Matrix, welche mit Nickelionen beladen ist, genutzt.  
 Die (aufgetauten) Zellen wurden in 15 mL NPI-20 gelöst und mit Hilfe von 
Ultraschall aufgeschlossen. Dabei wurden drei Zyklen mit einer Intensität von 
50% und einem Output von 5 gefahren. Zwischen den Durchgängen wurden die 
Zellen für 3 min auf Eis gelagert. Anschließend wurden die Zelltrümmer durch 
eine Zentrifugation (4°C, 8 000 rpm) von dem Protein-haltigen Lysat abgetrennt. 
Währenddessen wurde die Matrix vorbereitet. Zunächst wurden 2 mL des 
Gemisches, was 1 mL reiner Matrix entspricht, zentrifugiert (4°C, 3 000 rpm) und 
der Überstand abgenommen. Im Anschluss wurde die Matrix zweimal mit 2 mL 
NPI-20 gewaschen und mit 5 mL NPI-20 equilibriert. Für die Bindung der Proteine 
an die Matrix wurde der Überstand für 45 - 60 min bei 4°C mit selbiger rotierend 
inkubiert. Um nicht gebundene Proteine zu entfernen wurde 3 - 5-mal mit NPI-50 
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gewaschen (invertiert, 4°C, 3 000 rpm). Zum Schluss wurde das Protein mit 1-
2 mL NPI-250 (invertiert, 4°C, 3 000 rpm) eluiert. Das Eluat wurde über Nacht 
gegen Storage oder EMSA Puffer (Tabelle 14) dialysiert und bei -20°C gelagert. 
 
3.4.3 Dialyse von gereinigten Proteinen 
Die Dialyse der Proteine diente zum Austausch der Elutionspuffer der Reinigung 
gegen die entsprechenden Lagerpuffer. Dabei unterschieden sich die 
Lagerpuffer je nach Art der Anwendung und Experimente der Proteine hinterher. 
In Tabelle 14 sind alle in dieser Arbeit verwendeten Lagerpuffer aufgeführt, 
inklusive der Verwendung des Proteins im Anschluss.  
 Für die Dialyse wurde ein Dialyseschlauch mit einer Ausschlussgröße von 
6-8 kDa (ZelluTrans/Roth Dialysiermembranen T2, Carl Roth) verwendet. Dieser 
wurde kurz in der Mikrowelle aufgekocht und anschließend etwas abgekühlt. Der 
Schlauch wurde durch Schlauchklammern verschlossen. Die Dialyse erfolgte mit 
einem mindestens 100-fachen Überschuss des Lagerpuffers im Verhältnis zum 
Volumen der Proteinfraktionen unter leichtem Rühren bei 4°C über Nacht. Nach 
einer Stunde wurde der Lagerpuffer noch einmal gewechselt. Am nächsten Tag 
wurde das Protein aus dem Dialyseschlauch entnommen und gelagert.  
 
Tabelle 14: Übersicht der Lagerpuffer für Proteine 
In dieser Tabelle sind alle Lagerpuffer für Proteine aufgelistet, inklusive ihrer Zusammensetzung und der 
späteren Verwendung der Proteine 
Lagerpuffer Zusammensetzung Verwendung 
Storage-Buffer 10 mM Tris pH 8 
10 mM MgCl2 
100 mM KCl 
0,1 mM EDTA 






EMSA-Puffer 10 mM Tris pH 8 
10 mM CaCl2 
100 mM KCl 
0,1 mM EDTA 
3 mM DTT 
20-50% Glycerin 
RNA-Bindungs-Analysen 
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Kristallisations-
Start-Puffer 
10 mM Tris pH 8 
10 mM MgCl2 
100 mM KCl 
0,1 mM EDTA 




20 mM Tris pH 8 
100 mM KCl 
0,1 mM EDTA 
3 mM DTT 
Strukturaufklärung durch 
Kristallisation und NMR 
T7-RNAP-
Lagerpuffer 
20 mM Na-Phosphat pH 7,7 
1 mM Na2EDTA 
1 mM DTT 
50% Glycerin (v/v) 
2 μg/mL PMSF 
10 mM NaCl 
T7 in vitro Transkription 
CD-Puffer 50 mM Na2HPO4 
50 mM NaCl 
CD-Spektroskopie  
 
3.4.4 Proteinreinigung für die Kristallisation 
Einige der in dieser Arbeit verwendeten Proteine sollten für eine 
Strukturaufklärung mittels Kristallisation gereinigt werden. Dabei wurden 1-2 L 
Kulturvolumen angesetzt (3.4.1). Anschließend erfolgte eine erste Reinigung 
mittels der Affinitätschromatographie über eine FPLC (3.6.1). Nach einer ersten 
Analyse über ein SDS-PAGE (3.7.6) mit anschließender Coomassie-Färbung 
(3.7.7), wurde das Protein über Nacht in den Kristallisations-Start-Puffer (Tabelle 
14) für die Ionenaustauschchromatographie dialysiert und anschließend mit 
einem starken Ionentauscher (MonoQ™ 5/50 GL, GE Healthcare) weiter 
gereinigt (3.6.2). Die ausgewählten Fraktionen wurden in den Kristallisations-
Puffer (Tabelle 14) über Nacht dialysiert, die Konzentration mit Hilfe eines 
Bradfords bestimmt, in 200 µL Aliquot schockgefroren und an die AG Reuter 
(FB16, Uni Marburg) ausgehändigt. Zusätzlich wurde das Protein Aq880cHis, 
sowie Hvo1114cHis an MarXtal (Uni Marburg) für einen Roboter-basierten 
Screen gesendet und nach einer erfolgreichen Kristallbildung die Bedingungen 
in Kooperation mit der AG Reuter bestätigt, sowie die Kristalle weiter optimiert.  
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3.4.5 Proteinreinigung der T7 RNA Polymerase 
Die in dieser Arbeit gereinigte T7 RNA Polymerase wurde für die Herstellung der 
verschiedenen RNA-Substrate verwendet (3.3.5). Die Reinigung erfolgt in 
Anlehnung an die Protokolle von Grudberg und Gunn [120], sowie Zawadzki und 
Gross [121] mit anschließender Ionenaustauschchromatographie (3.6.3). Die 
Herstellung der T7 RNA Polymerase wurde durch Studenten in einem Praktikum 
durchgeführt.  
 
3.4.6 Bestimmung der Proteinkonzentration mittels Bradford 
Die Bestimmung der Proteinkonzentration mittels einem Bradford wurde 1976 
von Marion Bradford publiziert [122]. Das Prinzip der Bestimmung beruht auf 
einem colormetrischen Umsatz von Coomassie. Bei einer Kontrolle ohne Protein 
(roter Farbstoff) hat die Lösung ein Absorptionsmaximum von 470 nm, sobald 
durch Proteine eine Komplexbildung eintritt (blaue Färbung) verschiebt sich das 
Maximum auf 595 nm.  
 Für die Bestimmung der Proteinkonzentration wird zuerst eine 
Kalibrierkurve mittels BSA angelegt. Dabei reicht die Proteinkonzentration von 0-
20 µg/µL. Die Kalibrierung wird wie folgt durchgeführt, zuerst wird das 
entsprechende Volumen an BSA-Lösung vorgelegt, das Volumen mittels ddH2O 
auf 800 µL aufgefüllt und anschließend mit 200 µL Bradford-Reagenz (BioRad) 
versetzt. Es folgt eine Inkubation von 5 min bei Raumtemperatur bevor die 
Absorption bei 595 nM bestimmt wird. Die gemessenen Absorptionen werden 
gegen die Proteinkonzentrationen aufgetragen, so dass eine Kalibriergerade 
entsteht. Anschließend werden die gewünschten Proteine in zwei bis drei 
unterschiedlichen Volumina nach dem gleichen Protokoll photometrisch 
gemessen. Es wurden zwei unterschiedliche Photometer in dieser Arbeit 
verwendet, welche ein voreingestelltes Bradford Programm enthielten, so dass 
automatisch die Berechnung der Kalibrierkurve, sowie die Konzentration des 
Proteins ermittelt wurde. Die erhaltende Proteinkonzentration wurde, falls 
notwendig mit dem Verdünnungsfaktor (maximal 1:10) multipliziert und 
anschließend durch das eingesetzte Volumen (1-10 µL) dividiert. Durch diese 
Berechnung erhielt man eine Konzentration in µg/µL. Zum Schluss wurden die 
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zwei bis drei unterschiedliche Messungen mit unterschiedlichen Volumen addiert 
und gemittelt. Mit dieser Konzentration wurde anschließend die Molare Masse 
des Proteins berechnet. 
 
3.4.7 Aktivitätsanalyse der Proteine (nicht-radioaktiv) 
Die Aktivitätsanalyse der Proteine mit nicht radioaktiv markiertem Substrat wurde 
als erster Analyse schritt durchgeführt. Dazu wurden 1-2 µg Prä-tRNA L14 in 
Nuklease freiem Wasser 5 min bei 55°C Prä-inkubiert und anschließend in 1x F- 
Puffer (50 mM Tris pH 7, 20 mM NaCl, 20 µg/mL BSA) mit 4.5 mM MgCl2, sowie 
5 mM DTT und 1 µl gereinigten Enzym bei 37°C inkubiert. Sowohl nach 5 min als 
auch nach 30 min wurden 8 µl Ansatz entnommen und die Reaktion in 8 µL 2x 
PPF (eiskalt) abgestoppt. Die Analyse der Spaltung erfolgte durch ein 10%-iges 
denat. PAA-Gel, Färbung durch GelRed und anschließender UV Beleuchtung. 
 
3.4.8 Aktivitätsanalyse der Proteine (radioaktiv) 
Die Aktivitätsanalyse der Proteine mit radioaktivem Substrat wurde zum einem 
genutzt, um eine spezifische Spaltung des Substrates durch das Enzym zu 
beobachten, sowie die Bestimmung der Parameter durch eine Michaelis-Menden 
Analyse.  
 Für die radioaktive Untersuchung der Spaltung der Prä-tRNA wurden die 
am 5‘-Ende markierten Substrate (1500 cpm pro Spur) zunächst für 5 min bei 
55°C erhitzt und anschließend für die Rückfaltung auf 37°C gebracht. Während 
der Inkubation des radioaktiven Substrats [S] wurde der Reaktionsansatz für das 
Enzym vorbereitet. Dabei wurden das Enzym mit Hilfe des Verdünnungspuffers 
EDB (30 mM Tris-HCl pH 7,8, 30 mM NaCl, 10 µg/mL BSA, 1 mM DTT, 0,3 mM 
EDTA verdünnt und in einen Reaktionsansatz bestehend aus 1x F-Puffer (50 mM 
Tris-HCL pH 7, 20 mM NaCl, 4,5 mM MgCl2, 20 µg/mL BSA und frisch 
hinzugegebenes 5 mM DTT) gegeben. Der Ansatz wurde für 5 min bei 37°C prä-
inkubiert. Nach Abschluss der Inkubationen wurden 16 µL [E] mit 4 µL [S] 
vermischt und nach definierten Zeitwerten Proben entnommen. Durch Zugabe 
der Probe zu eiskaltem Probenpuffer (2x PPF, cfinal= 1x) wurde die Reaktion 
abgestoppt. Die so erhaltenen Proben wurden auf einem denaturierendem PAA-
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Gel (3.3.6) aufgetrennt und durch das Auflegen einer Imager-plate (Fujifilm) über 
Nacht entwickelt. Die Imager-plate (Fujifilm) wurde am folgenden Tag durch 
einen Phosphoimager (Bio-Imaging Analyser BAS 1000, Fujifilm) eingelesen und 
mit Hilfe der AIDASoftware (Aida Image AnalyserVersion 3.45) ausgewertet.  
 
3.4.9 Bestimmung des KM und Vmax (single-turn-over) 
Bei der Bestimmung der Konstanten KM und Vmax, oder auch kreact genannt unter 
single-turn-over Bedingungen liegt das Protein im deutlichen Überschuss zum 
Substrat vor ([E]>>[S]). Diese Bedingungen sind unabhängig von der 
Dissoziation des Produktes.  
 Für die Experimente wurde ein Enzymansatz [E] in 1x F-Puffer (50 mM 
Tris-HCl pH 7,0, 20 mM NaCl, 4,5 mM MgCl2, 20 µg/mL BSA und 5 mM DTT) 
vorbereitet (4/5 V) und nach einer 5 min Präinkubation mit dem Substratansatz [S] 
(1/5 V), bestehend aus markierter Prä-tRNA vermischt, welcher für 5 min bei 55°C 
und 5 min bei 37°C Prä-inkubiert wurde. Die Reaktion wurde nach definierten 
Zeitpunkten abgestoppt, in dem 1/5 V der Reaktion mit demselben Volumen an 
eiskaltem 2x PPF gemischt wurde. Die Proben wurden über ein 20%-iges denat. 
PAA-Gel (3.3.6) aufgetrennt und durch das Auflegen einer Imager-plate (Fujifilm) 
über Nacht entwickelt. Die Imager-plate (Fujifilm) wurde am folgenden Tag durch 
einen Phosphoimager (Bio-Imaging Analyser BAS 1000, Fujifilm) eingelesen und 
mit Hilfe der AIDASoftware (Aida Image AnalyserVersion 3.45) ausgewertet. Die 
Berechnungen erfolgten analog zu [108]. 
 
3.4.10 Bestimmung des KM und Vmax (multiple-turn-over) 
Bei der Bestimmung der Konstanten KM und Vmax, oder auch kreact genannt unter 
multiple-turn-over Bedingungen liegt das Substrat im deutlichen Überschuss zum 
Enzym vor ([E]<<[S]). Dabei wir die Proteinkonzentration konstant gehalten. In 
diesen Bedingungen spielt die Produktdissoziation eine Rolle.  
Für die Experimente wurde ein Enzymansatz [E] (1 nM) in 1x F-Puffer (50 
mM Tris-HCl pH 7,0, 20 mM NaCl, 4,5 mM MgCl2, 20 µg/mL BSA und 5 mM DTT) 
vorbereitet (4/5 V) und nach einer 5 min Prä-inkubation mit dem Substratansatz 
[S] (1/5 V), bestehend aus markierter und nicht-markierter Prä-tRNA vermischt, 
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welcher für 5 min bei 55°C und 5 min bei 37°C Prä-inkubiert wurde. Die Reaktion 
wurde nach definierten Zeitpunkten abgestoppt, in dem 1/5 V der Reaktion mit 
demselben Volumen an eiskaltem 2x PPF gemischt wurde. Die Proben wurden 
über ein 20%iges denat. PAA-Gel (3.3.6) aufgetrennt und durch das Auflegen 
einer Imager-plate (Fujifilm) über Nacht entwickelt. Die Imager-plate (Fujifilm) 
wurde am folgenden Tag durch einen Phosphoimager (Bio-Imaging Analyser 
BAS 1000, Fujifilm) eingelesen und mit Hilfe der AIDASoftware (Aida Image 
AnalyserVersion 3.45) ausgewertet. Die Berechnungen erfolgten analog zu [108]. 
 
3.4.11 RNA-Bindung: DRaCALAs 
Das Differential Radial Capillary Action of Ligand Assay oder kurz: DRaCALA ist 
eine schnelle Methode Bindungen zwischen Nukleinsäuren und Proteinen zu 
untersuchen. Die Methodik beruht auf dem unterschiedlichen 
Dissoziationsverhalten zwischen den einzelnen Stadien der Bindung 
beziehungsweise den freien Komponenten der Reaktion [123]. In dieser Arbeit 
sollte mit dieser Methode die Bindungskonstante zwischen einer Prä-tRNA und 
AaRP oder den HARPs untersucht werden.  
 Es wird ein Enzymansatz [E] in EMSA-Puffer (Tabelle 14) vorbereitet und 
für 5 min bei 37°C Prä-inkubiert. Der Substratansatz wird ebenfalls in EMSA-
Puffer vorbereitet und 5 min bei 55°C und 5 min bei 37°C prä-inkubiert. Die 
Reaktion wird durch das Mischen gleicher Volumina des [E] und [S] gestartet und 
bei 37°C für 10 min inkubiert. Anschließend wurden 8 µL der Reaktion auf eine 
Nitrocellulose-Membran getropft und bei RT getrocknet. Die Membran wurde in 
Folie verpackt und durch auflegen einer Imaging-Platte über Nacht entwickelt. 
Am nächsten Tag wurde analog zu den Kinetik-Gelen fortgefahren (3.4.9). Die 
Berechnung der gebundenen Fraktion (FB) wurde mit folgender Formel 
durchgeführt: 
𝐹𝐵 =  
𝐼𝑖𝑛𝑛𝑒𝑛 − 𝐴𝑖𝑛𝑛𝑒𝑛 ∗ (
𝐼𝐺𝑒𝑠𝑎𝑚𝑡  −  𝐼𝑖𝑛𝑛𝑒𝑛





𝐼 = 𝐼𝑛𝑡𝑒𝑛𝑠𝑖𝑡ä𝑡; 𝐴 = 𝐹𝑙ä𝑐ℎ𝑒; 𝐹𝐵 = 𝐹𝑟𝑎𝑘𝑡𝑖𝑜𝑛, 𝑔𝑒𝑏𝑢𝑛𝑑𝑒𝑛  
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3.4.12 Oligomerisierungsanalysen mit Glutaraldehyd 
Zur Aufklärung des Oligomerisierungszustandes von Proteinen kann eine 
irreversible Verlinkung mit Glutaraldehyd durchgeführt werden [124]. Die 
verknüpften Proben können anschließend durch verschiedene Methoden 
analysiert werden. 
 Für die Analysen wurden verschiedene Proteinkonzentrationen (5-
500 nM) genutzt, sowie diverse Konzentrationen an Glutaraldehyd (0,1 mM – 
1 mM). Es wurden 20 µL Protein mit 5 µL Glutaraldehyd gemischt und für eine 
halbe Stunde bei Raumtemperatur inkubiert. Die Reaktion wurde gestoppt durch 
die Zugabe von 2 µL 1 M Tris pH 7. Die Proben wurden mit Laemmli Puffer 
versetzt, für 5 min bei 95°C aufgekocht und anschließend auf ein 12%-iges SDS-
Gel aufgetragen. Anschließend wurde ein Western Blot (3.7.8) durchgeführt und 
mit Hilfe von spezifischen Antikörpern ausgewertet.  
 
3.5 Kristallisation von Proteinen 
Die Kristallisation von Proteinen dient dazu eine strukturelle Aufklärung 
durchzuführen. Bei diesem Verfahren werden die Proteine mit unterschiedlichen 
Puffer-Bedingungen vermischt, so dass sich im Idealfall einige Kristalle bilden, 
welche sowohl polarisieren als auch im Röntgengerät eine Streuung zeigten. Die 
Kristallisation wurde in Kooperation mit der AG Reuter (Uni Marburg), sowie der 
Facility MarXTal (Uni Marburg) durchgeführt.  
 
3.5.1 Kristallisation im „sitting-drop“ Verfahren 
Das sitting-drop Verfahren wurde bei der Kristallisation durch MarXtal, sowie bei 
der AG Reuter angewendet. Dabei wird in eine Kristallisationsplatte (24 well) 
500 µL einer Reservoir Lösung geben, sowie 1 µL der Lösung auf den mittleren 
Steg. Nach dem vorlegen der Kristallisationspuffer (Tabelle 15) wurde 1 µL des 
Proteins mit der Lösung vermischt und mit einer Folie abgedeckt. Dies diente zur 
Verhinderung der Austrocknung des Tropfens. Anschließend wurden die Platten 
bei 4°C oder 18°C statisch inkubiert. Der Fortschritt der Kristallbildung wurde mit 
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Hilfe eines Mikroskops, sowie einer integrierten Kamera festgehalten. Die 
Analyse der Kristalle erfolgte durch Röntgenstrahlung (3.5.3).  
 
Tabelle 15: Übersicht der Kristallisationsbedingungen 
In dieser Tabelle sind die verschiedenen Kristallisationsbedingungen aufgeführt, welche von MarXtal 
verwendet worden sind. Angegeben ist zusätzlich das Protein. Alle Ansätze wurden bei 18°C und 4°C 
durchgeführt 
Kristallisations-Kit Protein Durgeführt von 
AmSO4 Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Classics Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Classics Lite Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Core I Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Core II Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Core III Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Core IV Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
JCSG+ Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
MBC II Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Morpheus Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Morpheus II Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
PACT Aq_880/ Hvo_1114 MarXtal 
Anions Hvo_1114 MarXtal 
Cryos Hvo_1114 MarXtal 
JB Penta Hvo_1114 MarXtal 
MBC I Hvo_1114 MarXtal 
 
3.5.2 Kristallisation im „hanging-drop“ Verfahren 
Bei der Kristallisation im hanging-drop Verfahren wird die Kristallisation auf einem 
Deckglas durchgeführt, welches über der Reservoir Lösung hängt. Diese 
Methode wurde gewählt, nachdem im sitting-drop Verfahren erste Kristalle 
detektiert wurden. Vorteil bei dieser Methode ist, dass der Kristall nicht an der 
Oberfläche der Platte oder des Deckglases adhärieren kann.  
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 Das Experiment wurde analog zu der sitting-drop Methode durchgeführt 
(3.5.1), allerdings wurde keine Folie zum Verschließen der Platte verwendet, 
sondern das mit Fett versehene Deckglas.  
 
3.5.3 Analyse der Kristalle im Röntgengerät 
Die Analyse der Kristalle erfolgte zunächst im Fachbereich am Hauseigenen 
Röntgengerät. Die Kristalle wurden mit Hilfe von kleinen Nylonschlaufen in 
verschieden Größen (Hampton Research) aufgenommen und direkt in flüssigen 
Stickstoff eingefroren. Die Datensammlung erfolgte mit einem MAR-Incoatec 
MAR345 Image Plate Detektor mit IμTM Mikrofokusröhre und Oxford Cryosystems 
Tieftemperaturkühlung. Die Sammlung erfolgte zunächst nur bei zwei Winkeln. 
Nach der Auswertung der Bilder mit der dazugehörigen Software wurden die 




Die Affinitätschromatographie basiert auf der Affinität des Liganden entweder zu 
einem Antikörper oder eines Cofaktors. In den meisten Fällen ist der Antikörper 
bzw. Cofaktor an eine Agarosematrix gebunden und der Ligand wird in Lösung 
dazu geben, meist aus einem Zellextrakt.  
 In dieser Arbeit wird die Affinität von einer Proteinfolge (Histidin) zu Nickel-
Ionen ausgenutzt. Dabei erfolgt das Lösen des Proteins von den Nickel-Ionen 
durch eine Erhöhung der Imidazol Konzentration im Puffer. Für die Reinigung der 
Proteine wurde ein Natrium-Phosphat-Puffer mit Imidazol (NPI, 50 mM NaH2PO4, 
300 mM NaCl, 20-500 mM Imidazol, pH 8) verwendet. Bei einer denaturierenden 
Reinigung wurden dem Puffer 8 M Urea beigesetzt. Die Affinitätsreinigung mittels 
einer FPLC wurde sowohl für analytische als auch präparative Reinigungen des 
entsprechenden Proteins genutzt. Es wurden fertig gepackte Säulen 
(HisTrap™HP 1 mL, GE Healthcare) genutzt.  
 Die (aufgetauten) Zellen wurden in 20 - 50 mL NPI-20 aufgenommen und 
mit Hilfe von Ultraschall aufgeschlossen (3x; Intensität von 50-60%,Output 5), 
wobei die Zellen zwischen den Zyklen auf Eis aufbewahrt wurden. Der 
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Zellaufschluss erfolgte eisgekühlt, mit Ausnahme des Aufschlusses von 
Expressionskulturen von Aq_880. Anschließend erfolgte die Abtrennung der 
unlöslichen Bestandteile (4°C, 8 000 rpm, 30 min). Vor dem Laden der Säule 
wurde die Probe durch einen 0.22 µm Filter gegeben, um mögliche Rückstände 
zu entfernen. 
 Die Säule wurde bei einem Fluss von 1 mL/min mit 5 Column Volumes 
(CV) NPI-20 äquilibriert. Bei größeren Volumina an Zellaufschluss wurde das 
Beladen der Säule mit Hilfe eines Perfusor (Braun) bei einem Fluss von 60 mL/h 
durchgeführt. Bei kleineren Volumina wurde ein Superloop (10 mL) verwendet, 
welcher mit der FPLC gesteuert werden konnte. Anschließend wurde die Säule 
bis zum Erreichen einer stabilen Basislinie mit NPI-20 gewaschen. Die Elution 
erfolgte über 30 CV mittels eines linearen Gradienten bis 500 mM Imidazol bei 
einer Flussrate von maximal 2 mL/min. Nach der Etablierung der Reinigung 
wurde gegebenenfalls ein Stufengradient genutzt, um eine höhere Reinheit zu 
erreichen. Die Elution erfolgte in 1-3 mL Fraktionen, welche anschließend mittels 
einer SDS-PAGE (3.7.6) und Coomassie Färbung (3.7.7), sowie später durch das 
Stain-Free System (BioRad) analysiert wurden. Die Säule wurde nach 
Herstellerangaben gereinigt und gelagert. 
 
3.6.2 Anionenaustauschchromatographie 
Die Ionenaustauschchromatographie ist eine Trennmethode welche auf der 
Ladung der Proteine basiert. Vorteil dieser Methode ist, dass ein natives Protein, 
ohne Fusionen, verwendet werden kann. Bei dieser Methode bilden sich 
reversible heteropolare Bildungen zwischen den Matrix-Ionen (Fest) und des 
Protein-Lysats (Gegen-Ionen, Flüssig). Die Elution erfolgt bei dieser Methode 
durch eine schrittweise Erhöhung der Gegen-Ionen.  
 In dieser Arbeit wurden folgende Säulen verwendet: MonoQ™ 5/50 GL 
(starker Anionenaustauscher, GE Healthcare) und DEAE-Sepharose® 
(schwacher Anionenaustauscher, Sigma-Aldrich). Für die Chromatographie 
wurde ein 20 mM Tris Puffer pH 8 mit 0-1 M NaCl verwendet.  
 Bei der Verwendung der MonoQ™ 5/50 GL Säule (1 mL CV) lag bereits 
ein zuvor durch Affinitätsreinigung behandeltes Protein Lysat vor, welches über 
Nacht in den MonoQ-Start-Puffer dialysiert (Tabelle 14) wurde. Das Protein-Lysat 
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wurde durch einen 0,22 µm Filter gegeben, um mögliches Präzipitat 
abzutrennen. Die Säule wurde mit 5 CV MonoQ-Start-Puffer equilibriert 
(2 mL/min), anschließend wurde die Probe mit 1 mL/min geladen und bis zum 
Erreichen einer stabilen Basislinie gewaschen (2 mL/min). Die Elution des 
Proteins erfolgte durch eine Steigerung des NaCl von 0 auf 1 M über 20 CV, 
wobei die Proben in 0.5 - 1 mL Fraktionen gesammelt wurden. Die Fraktionen 
wurden über ein SDS-Gel (3.7.6) mit anschließender Coomassie-Färbung (3.7.7) 
analysiert. Ausgewählte Proben wurden über Nacht in den entsprechenden 
Puffer dialysiert (3.4.3). Die Reinigung der Säule erfolgte nach 
Herstellerangaben.  
 Bei Verwendung der DEAE-Sepharose® wurde eine selbstgepackte 
Säule von 20 mL CV verwendet. Diese Reinigungsmethode war der erste Schritt 
einer mehrstufigen Reinigung von rekombinantem nativem Aq_880 (ohne 
Fusion). Dabei wurden 1 L Kulturvolumen angezogen (3.4.1) und das Pellet in 
20 mM Tris pH 8 Puffer aufgenommen, die Zellen aufgeschlossen (3.4.2) und 
das Protein-Lysat geklärt (3.4.2). Die Säule wurde für 3 CV mit 20 mM Tris pH 8 
equilibriert und die Probe geladen (3 mL/min). Anschließend erfolgte die Elution 
der Proteine durch einen linearen Gradienten gegen 1 M NaCl über 10 CV. Es 
wurden 3 mL Fraktionen gesammelt, über ein SDS-Gel (3.7.6) mit Coomassie-
Färbung (3.7.7) analysiert, sowie später durch das Stain-Free System (BioRad) 




Die Kationenaustauschchromatographie wurde verwendet, um die T7 RNA 
Polymerase zu reinigen. Dabei wurde ein bereits vorgereinigtes Protein-Lysat 
verwendet und durch einen 0,22 µm Filter gegeben. Die Fractogel® EMD SO3-
(Merck)- Säule wurde mit C-100 Puffer (20 mM Na-Phosphat pH 7,7; 1 mM 
Na2EDTA, 1 mM DTT; 5% Glycerin (v/v); 2 μg/mL PMSF, 100 mM NaCl) 
equilibriert (2 mL/min), die Probe mit 1 mL/min geladen und anschließend bis 
zum Erreichen einer stabilen Basisline mit C-100-Puffer gewaschen (2 mL/min). 
Die Elution erfolgte als linearer Gradient, wobei die NaCl Konzentration bis auf 
1 M erhöht wurde (C-Puffer mit 1 M NaCl). Die Fraktionen wurden in 3 mL 
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gesammelt und anschließend durch ein SDS-Gel (3.7.6) und eine Coomassie-
Färbung (3.7.7), sowie später durch das Stain-Free System (BioRad) analysiert. 
Ausgewählte Fraktionen wurden zusammen gegen den T7-RNAP-Lagerpuffer 
(Tabelle 14) dialysiert (3.4.3).  
 
3.6.4 Größenausschlusschromatographie 
Die Trennung von Proteinen mittels Größenausschlusschromatographie basiert 
auf der unterschiedlichen Größe von Proteinen. Dabei werden die Proteine durch 
eine poröse Gelmatrix gegeben, wobei kleinere Proteine stärker und große 
Proteine schwächer mit dieser interagieren. Durch die unterschiedlich starke 
Interaktion mit der Matrix wird die Elution verzögert. Große Proteine gelangen 
schneller, kleine langsamer hindurch. Anhand einer Kalibrierkurve mit bekannten 
Proteinen, kann durch das Elutionsvolumen auf die Größe des unbekannten 
Proteins geschlossen werden.  
 In dieser Arbeit wurde die Größenausschlusschromatographie 
angewendet, um den Oligomerisierungszustand der entsprechenden Proteine 
unter verschiedenen Bedingungen zu untersuchen. Dazu wurde eine Superose 
6 10/300 GL (GE Healthcare) mit 24 mL CV verwendet und einer Trennleistung 
von 5 000 bis 5 000 000, sowie einem Ladungsvolumen von 250 µL.  
 Die Säule wurde mit 2 CV Storage Buffer (ohne Glycerin; Tabelle 14) 
equilibriert (maximal 0,4 mL/min). Anschließend wurden die Standardproteine 
(Apoferritin Horse spleen 25 mg/mL; Kit for Molecular weights 12 – 200 kDa 
(Sigma-Aldrich) in drei Mischungen von zwei Proteinen (je ~0.7 mg) eingewogen 
und in 300 µL Storage Buffer gelöst. Die Proteingemische wurden durch einen 
0.22 µm Filter (Ultrafree®-MC Filter Devices, 0.22 µm, Merck) gegeben (3 min, 
10 000 rpm) um mögliche Präzipitate, sowie unlösliches Protein abzutrennen. 
 Das Laden der Standardproteine erfolgte mit einem Volumen von 250 µl 
nach dem Erreichen einer stabilen Basisline (280 nM) (maximal 0,4 mL/min). Die 
Elution erfolge über 1 CV mit Storage Buffer (maximal 0,4 mL/min). Nach der 
Elution wurde erneut bis zum Erreichen einer stabilen Basislinie (280 nM) 
gewaschen bevor eine neue Probe geladen wurde. Nach Abschluss der 
Standardproteine wurde über die Software Unicorn 5.01 (GE Healthcare) mit 
Hilfe der Funktion ∫ Peak Integrate das Elutionsvolumen bestimmt. Für die 
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Berechnung der Kalibrierkurve wurden die molare Masse logarithmisch gegen 
das Elutionsvolumen aufgetragen und eine exponentielle Trendlinie berechnet 
(Excel, Microsoft).  
 Das Laden der zu untersuchenden Proteine erfolgte wie oben für die 
Standardproteine beschrieben, jedoch wurden hier zwischen 0,6 mg und 10 mg 
für die Charakterisierung genutzt. Dabei wurden die Proteine ebenfalls in Storage 
Buffer (ohne Glycerin) verdünnt. Anschließend wurde ebenfalls das 
Elutionsvolumen mit Hilfe des Programms bestimmt und unbekannte x in die 
Formel eingesetzt. Das Ergebnis (y) dieser Gleichung entspricht der Molaren 
Masse des Proteins.  
 Die Säule wurde zum Schluss nach Herstellerangaben gereinigt, wobei 
nach 20 Läufen zusätzlich ein Pepsin-Verdau, sowie ein Filterwechsel 
vorgenommen wurde.  
 
Tabelle 16: Auflistung der Standardproteine für die Größenausschlusschromatographie 
Die Standardproteine wurden von Sigma-Aldrich bezogen und mit ~0.7 mg für die Größenausschluss-
chromatographie eingesetzt. Zwei Proteine (groß und klein) sind in einem Mix über die Säule gegeben 
worden. 
 
Standardmix Standardprotein Molare Masse 
Mix A 
Apoferritin 443 kDa 
BSA 66 kDa 
Mix B 
β-Amylase 200 kDa 
Carbon-Anhydrase 29 kDa 
Mix C 
Alkoholdehydrogenase 150 kDa 
Cytochrom C 12 kDa 
  
3.7 In vivo Charakterisierung von Proteinen 
Neben den in vitro Charakterisierungen der unterschiedlichen Proteine (3.4) 
wurden diese auch in vivo untersucht. Dazu wurde sowohl ein Modelsystem für 
Gram-negative (3.7.1), als auch Gram-positive Bakterien (3.7.2) verwendet. Die 
Analyse der Protein-basierten RNase P Varianten wurde in Gram-negative 
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Bakterien und der P Proteine der RNase P in Gram-positiven Bakterien 
durchgeführt.  
 
3.7.1 Komplementationsstudien mittels E. coli BW 
Für die Komplementationsstudien wurde ein zuvor erstellter und bereits 
publizierter E. coli Stamm verwendet [113]. Bei diesem Stamm steht die 
genomische P RNA unter der Kontrolle eines Arabinose-Promotors. Zusätzlich 
besitzt dieser Stamm einen Selektionsmarker für Chloramphenicol. Wird dieser 
Stamm mit der Kohlenstoffquelle Glukose, anstelle von Arabinose angezogen, ist 
er nicht lebensfähig. Um die Funktionalität verschiedener P RNAs, sowie Protein-
basierten RNase Ps zu testen, wurden diese auf einem Vektor unter Kontrolle 
eines Spac-Promotors angeboten. Bei einer funktionalen P RNA, 
beziehungsweise einer Protein-basierten RNase P ist der Stamm weiterhin, auch 
unter Glukose Lebensfähig.  
 Für die statischen Analysen wurden die entsprechenden Stämme auf 
Selektionsplatten, welche Arabinose enthielten (3.1.1) ausgestrichen und über 
Nacht bei 37°C inkubiert. Am folgenden Tag wurde eine Einzelkolonie in 500-
800 µL LB Medium (ohne Zusätze) aufgenommen, bei 6 000 rpm für 2 min 
gewaschen und erneut in 800 - 1000 µL LB Medium resuspendiert. Es wurden 
dreimal 10 µL der Suspension auf getrocknete Selektionsplatten (mind. 30 min), 
entweder mit Arabinose (Viabilitätskontrolle) oder Glukose 
(Funktionalitätskontrolle) getropft, für 30 min statisch bei Raumtemperatur und 
anschließend für mehrere Tage bei 37°C weiter inkubiert. Die Platten wurden mit 
Hilfe einer Geldokumentationsanlage dokumentiert, dabei wurden die 
Einstellungen der Blende, Schärfe, Vergrößerung, sowie Belichtungszeit für eine 
Experimenten Reihe konstant gehalten.  
Die nicht-statischen Versuche wurden mit Hilfe des Multiskan™ GO 
(Thermo Scientific) und der entsprechenden Software (SkanIt™) in einer 96 well 
Platte durchgeführt. Dabei wurde mit den Proben verfahren, wie bereits oben 
beschrieben. Allerdings wurden 50 µL der Suspension mit 50 µl 2x 
Komplementation-Medium (LB mit amp 200, cam 68, ara 20 bzw. glu 20) pro well 
versetzt. Die Zelldichte wurde automatisiert bei 600 nM alle 15 min bestimmt, 
wobei zwischen den Messungen die Platte durch Schütteln und bei 37°C 
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inkubiert wurde. Die Auswertung der Ergebnisse erfolgte in Excel (Microsoft), 
wobei die Zelldichte gegen die Zeit aufgetragen wurde. Anhand des 
entstandenen Graphen können Wachstumsunterschiede der einzelnen Stämme 
miteinander verglichen werden.  
 
3.7.2 Komplementationsstudien mittels B. subtilis d7 
Die Komplementationsstudien mit B. subtilis d7 wurden analog zu den 
Experimenten mit E. coli BW im statischen System durchgeführt (3.7.1). 
Allerdings erfolgte die Transformation der entsprechenden Vektoren mit Hilfe der 
Elektroporation (3.1.5).  
 
3.7.3 Analyse der Protein-Expression in E. coli BW 
Die Analyse der Proteinexpression wurde durchgeführt, um nachzuweisen, dass 
die Proteine (HARPs und AaRP) in einer löslichen Form in E. coli BW vorlagen. 
Es wurden 50 mL einer Übernachtkultur unter Arabinose angelegt und bei 37 °C 
bei 220 rpm inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Zellen bei 6 000 rpm und 
4°C geerntet, bevor die Zellen in 800 µL Lysepuffer (25 mM Tris-HCl pH 8, 
100 mM NaCl, 2 mM EDTA, 0,1 %Triton X-100, 1 Tablette Complete Mini 
(Roche)) resuspendiert und mit 36 µL Lysozym (100 mg/mL) für 15 min auf Eis 
inkubiert. Anschließend wurde die Zellsuspension in 1,5 mL Röhrchen mit 
Lysing-Matrix B (MP) überführt und mit Hilfe der FastPrep (MP) dreimal für 20 s 
aufgeschlossen. Um die Lysematrix und das Lysat zu trennen wurden die Probe 
für 5 min bei 1 000rpm zentrifugiert, der Überstand in ein neues Reaktionsgefäß 
überführt und zur Trennung der löslichen und unlöslichen Proteine für 30 min bei 
10 000 rpm und 4 °C zentrifugiert.  
 Die löslichen Proteine befinden sich im Überstand und werden in ein 
neues Reaktionsgefäß überführt, das Volumen bestimmt und die unlöslichen 
Proteine im gleichen Volumen an TUS-Puffer (50 mM Tris-HCl pH 7,6, 100 mM 
NaCl, 8 M Urea) resuspendiert. Die Konzentration der löslichen Gesamtproteine 
wurde mit Hilfe eines Bradfords (3.4.6) bestimmt und insgesamt 30 µg auf ein 
TGX-Stain-Free Gel (3.7.9) geladen. Für die unlöslichen Proteine wurde das 
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gleiche Volumen aufgetragen. Nach der Dokumentation des Gesamtproteins 
(3.7.9) wurde das Gel geblottet (3.7.8) und ausgewertet.  
 
3.7.4 Analyse der Protein-Expression in B. subtilis d7 
Die Analyse der Proteinexpression wurde durchgeführt, um nachzuweisen, dass 
die RNase P Proteine in einer löslichen Form in B. subtilis d7 vorlagen. Für die 
Analyse wurden 50 mL LB Kultur mit 2% Xylose mit einer Einzelkolonie beimpft, 
über Nacht bei 37 °C und 200 rpm inkubiert. Am nächsten Tag wurden die Zellen 
bei 6 000 rpm und 4 °C geerntet, bevor die Zellen in 800 µL Lysepuffer (25 nM 
Tris-HCl pH 8, 100 mM NaCl, 2 mM EDTA, 0,1 %Triton X-100, 1 Tablette 
Complete Mini (Roche)) resuspendiert und mit 36 µL Lysozym (100 mg/mL) für 
15 min auf Eis inkubiert. Anschließend wurde die Zellsuspension in 1,5 mL 
Röhrchen mit Lysing-Matrix B (MP) überführt und mit Hilfe der FastPrep (MP) 
dreimal für 20 s aufgeschlossen. Um die Lysematrix und das Lysat zu trennen 
wurden die Probe für 5 min bei 1 000 rpm zentrifugiert, der Überstand in ein 
neues Reaktionsgefäß überführt und zur Trennung der löslichen und unlöslichen 
Proteine für 30 min bei 10 000 rpm und 4 °C zentrifugiert.  
 
3.7.5 Analyse von Fusionsproteinen in Komplementationsstudien 
Die Proben werden zuvor wie unter 3.7.3 und 3.7.4 behandelt. Die löslichen 
Proteine befinden sich im Überstand welches mit Protino® Ni-NTA Matrix (50 µL) 
versetzt wurde. Die Proteinsuspension wurde über Kopf rotiert bei 4°C. 
Anschließend wurde die Matrix abzentrifugiert (2000 rpm, 4°C) und der 
Überstand verworfen. Die Matrix wurde zweimal mit Lysepuffer gewaschen, 
bevor die Proteine mit 50 µL NPI-500 eluiert wurden. Sowohl von den löslichen 
Proteinen, als auch von den unlöslichen Proteinen (gelöst in TUS-Puffer) wurden 
insgesamt 10 µL auf ein 12% TGX-Stain Free Gel aufgetragen, mit der 
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3.7.6 SDS-PAGE 
Die SDS-PAGE wurde durchgeführt, um Proteine ihrer Größe nach aufzutrennen. 
Dabei wurden 10-15%-ige Gele verwendet, sowie das Gelgießsystem von 
BioRad mit Mini-Gelen und einer Gel-Dicke von 0,75 mm.  
 Zuerst wurde das Trenngel vorbereitet und gegossen, dabei wurden 
1x Trenngelpuffer (0,375 M Tris-HCl pH 8,8, 0,15% SDS) mit 
Acrylamid/Bisacrylamid für die entsprechende Dichte gemischt und durch die 
Zugabe von APS (10%) und TEMED auspolymerisiert. Das Trenngel wurde 
während der Polymerisierung mit Isopropanol überschichtet. Anschließend 
wurde das Sammelgel gegossen, dabei wurden 1x Sammelgelpuffer (0,125 M 
Tris-HCl pH 6,8, 0,15% SDS) mit Acrylamid/Bisacryamid (cfinal 4%) gemischt und 
die Polymerisiation ebenfalls mit APS (10%) und TEMED gestartet. Es wurde vor 
dem finalen auspolymerisieren noch ein Kamm eingesteckt (10 oder 
15 Taschen). Die Lagerung der Gele erfolgte mit etwas Feuchtigkeit bei 4°C für 
maximal zwei Wochen.  
 Das Auftrennen der Proben erfolgte zunächst durch das versetzten der 
Proteine mit 1x Laemmli-Puffer (4x Puffer: 100 mM Tris-HCl pH 6,8, 8% (w/v) 
SDS, 8% (v/v) β-Mercaptoethanol, 0,04% (w/v) Bromphenolblau, 30% (v/v) 
Glycerin) und optionalen aufkochen bei 95 - 98°C für 3 - 5 min. Der Lauf wurde 
in 1x SDS-Laufpuffer (10x SDS-Laufpuffer (Roth)) bei maximal 180 V 
durchgeführt, bis die Lauffront das Gel-Ende erreichte. Die Visualisierung der 
Proben erfolgte entweder durch eine Coomassie-Färbung (3.7.7) oder einem 
Western Blot (3.7.8).  
 
3.7.7 Coomassie-Färbung 
Die Coomassie Färbung dient zum visualisieren aufgetrennter Proteine durch 
eine SDS-Page (oder TGX). Dabei wurde das Gel für 30 - 60 min in Coomassie-
Lösung (0,2% (w/v) Coomassie Brillant Blue G-250, 10% (v/v) Essigsäure, 50% 
(v/v) Methanol) inkubiert und anschließend entfärbt. Dieser Prozess wurde 
entweder durch mehrmaliges Aufkochen in Wasser oder dem langsamen 
entfärben in Wasser über Nacht durchgeführt. Anschließend erfolgte die 
fotographische Dokumentation.  
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3.7.8 Western Blot 
Der Western Blot ist eine Methode, um eine geringe Proteinkonzentration mit 
spezifischen Antikörpern zu visualisieren. Dazu wird zunächst ein SDS-Gel 
genutzt, um die Proteine aufzutrennen. Anschließend erfolgt der Transfer der 
Proteine auf eine PVDF-Membran (0,45 µM, Immobilion-P (Merck)) mit Hilfe des 
Trans-Blot® SD Semi-Dry Transfer Cell (BioRad) oder Trans-Blot Turbo Transfer 
System (BioRad). Dabei wurde für den Trans-Blot eine Spannung von 12 V für 
30 - 40 min angelegt. Im Turbo-System wurden 25 V für 3 - 10 min genutzt. Der 
Blot wurde wie folgt aufgebaut: zwei in Transferpuffer getränkte Whatman-
Papiere (48 mM Tris, 39 mM Glycin, 20% (v/v) Methanol, 0,04% (v/v) SDS) 
wurden um die Membran mit dem in Transferpuffer äquilibrierten SDS-Gel 
geschichtet. Die Membran wurde zuvor nach Herstellerangaben aktiviert. Der 
Blot mit einen TGX-Stain-Free Gelen erfolgte ähnlich zu SDS-Gelen. Allerdings 
wurde das Gel nicht äquilibriert, sondern direkt eingesetzt. Der Blot-Vorgang 
wurde für 3-10 min bei 25 V durchgeführt.  
 
3.7.9 TGX Stain-Free Gele 
Das Auftrennen von Proteinen mit TGX-Gelen kann zusätzlich zu SDS-Gelen 
genutzt werden. Die TGX-gele von BioRad können mit einer höheren Spannung 
gefahren werden und wenn es Stain-Free Varianten sind, können die Proteine 
direkt in der ChemiDoc visualisiert werden. Es bedarf also keiner Färbung der 
Gele. Das Visualisieren im Stain-Free Modus wird durch die Aktivierung von 
aromatischen Aminosäuren ausgelöst. 
 Es wurden Gele mit 10% oder 12% genutzt und nach Herstellerangaben 
gegossen. Der Lauf erfolgte analog zu SDS-Gelen (3.7.6), allerding mit einer 
Spannung von 250 - 300 V und einer Laufzeit von 15 - 30 min.  
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4 Ergebnisse und Diskussion 
In den nachfolgenden Kapiteln finden sich die Zusammenfassungen bereits 
veröffentlichter Publikationen (Publikation 1 und 2), einem Artikel in einer 
Enzyklopädie (Publikation 3) sowie bisher nicht publizierter Ergebnisse 
 Jede Zusammenfassung beinhaltet jeweils den Verweis auf einzelnen 
Abbildungen und Tabellen in den entsprechenden Publikationen. Zusätzlich ist 
die Seitenzahl angegeben, wo die jeweiligen Abbildungen und Tabellen der 
Publikation zu finden sind. Die verwendeten Methoden und Referenzen sind in 
den jeweiligen Manuskripten aufgeführt. Detaillierte Angaben zu den 
Experimenten befinden sich teilweise auch im Material und Methoden Teil dieser 
Arbeit.   
 
4.1 Publikation 1:  
Minimal and RNA-free RNase P in Aquifex aeolicus 
In dem hyperthermophilen Organismus A. aeolicus konnten auch nach intensiver 
bioinformatischer Suche keine Gene für die RNase P Untereinheiten identifiziert 
werden. In Bakterien wird dieses essenzielle Enzym durch eine RNA-
Untereinheit (rnpB) und eine Proteinuntereinheit (rnpA) aufgebaut. Es wurde 
spekuliert, dass eine neuartige Form der RNase P in diesem Organismus 
vorliegen könnte, da in früheren Experimenten eine Prozessierung der 5‘-Flanke 
nachgewiesen wurde.  
 Zunächst wurden durch mehrstufige chromatographische Aufreinigungen 
Fraktionen identifiziert, welche eine RNase P Aktivität aufwiesen (Fig. 1 (Seite 
71); Fig. S1-S10 (Seiten 78-85)). Diese wurden zuerst auf die 
Proteinzusammensetzungen untersucht, wobei drei Proteine als mögliche 
RNase P-Kandidaten in Frage gekommen sind: Aq_221, Aq_707 und Aq_880. 
Es zeigte sich, dass nur Aq_880 in der Lage war, die 5‘-Prozessierung von Prä-
tRNAs beeinflussen (Fig. 2 (A) (Seite 72); Fig. S13 (Seite 88)). 
Überraschenderweise war dieses kleine Protein (~23 kDa) allein dazu in der 
Lage die Funktion einer RNase P zu übernehmen (Fig. 2 (A) (Seite 72)). Mehrere 
Kontrollen (Fig. 2 (F) (Seite 72); Fig. S11-S12,S14 (Seiten 86,87,89) verifizierten 
dass es sich bei der RNase P aus A. aeolicus um ein reines Proteinenzym ohne 
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RNA-Beteiligung handelt. Diese Entdeckung stellte ein Novum dar, denn es 
wurde bis zu diesem Zeitpunkt angenommen, dass Protein-basierte Form der 
RNase P exklusiv in Eukarya zu finden sind. Die Untersuchung des aktiven 
Zentrums von Aq_880 zeigte, dass die Organisation der katalytisch wichtigen 
Aspart-Reste ähnlich zu der im bereits charakterisierten singulären protein-
basierten RNase P-Enzym aus Arabidopsis thaliana (PRORP) ist (Fig. S17-S20 
(Seiten 92-94)). Zu den in vitro Untersuchungen konnte zusätzlich gezeigt 
werden, dass dieses Enzym in der Lage ist, die RNase P von E. coli, sowie auch 
die komplexere Form in Hefe in vivo funktional zu ersetzten (Seite 73), allerdings 
mit einem Defizit im Wachstum.  
Mittels enzymkinetischer Untersuchungen wurden die kinetischen 
Parameter KM und kreact bestimmt, welche mit denen von bereits bekannten 
RNase P-Enzymen vergleichbar sind (Fig. 2 (D-E) (Seite 72)). Durch 
bioinformatische Datenanalyse konnten auch in anderen Prokaryoten Homologe 
von Aq_880 identifiziert werden (Fig. 4 (Seite 74); Fig. S23 (Seiten 97-99). Dabei 
zeigte sich, dass alle identifizierten Organismen zudem noch eine RNA-basierte 
RNase P besitzen, so dass hier zwei potenzielle RNase P-Enzymvarianten in 
einer Zelle vorliegen (Table S1 (Seiten 100-103)). Erste enzymkinetische 
Analysen zeigten, dass auch die Aq_880-homologen Proteine aus dem 
Bakterium Thermodesulfatator indicus und dem Archaeon 
Methanothermobacter thermautotrophicus, in der Lage sind die Spaltung der 5’-
Flanke einer Prä-tRNA zu katalysieren. Zusätzlich konnte gezeigt werden, dass 
die klassische RNA-basierte Form von T. indicus katalytisch ebenfalls aktiv ist. 
Die RNase P von M. thermautotrophicus wurde bereits in früheren Publikationen 
bezüglich ihrer katalytischen Aktivität identifiziert und charakterisiert (Table 1 
(Seite 74); Fig. S21 (Seite 96).  
 
4.1.1 Originalpublikation 
Auf den nächsten Seiten befindet sich die Originalpublikation „Minimal and RNA-
free RNase P in Aquifex aeolicus“, welche im September 2017 in Proceedings of 
the National Academy of Sciences of the United States of America (PNAS) 
veröffentlicht worden ist.  
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4.1.2 Supplementary Informationen 
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4.2 Publikation 2:  
Homologs of Aquifex aeolicus protein-only RNase P are not 
the major RNase P activities in the archaea 
Haloferax volcanii and Methanosarcina mazei 
Im Anschluss an die Identifizierung der homologen Proteine von AaRP (HARP, 
homolog of A. aeolicus RNase P) (4.1) wurde die Frage adressiert, welche 
Funktion die HARP-Proteine in den jeweiligen Organismen besitzen. Um dieser 
Fragestellung nachzugehen wurden stellvertretend Archaeen ausgewählt, 
welche gentechnisch verändert werden können. Dabei handelte es sich um 
H. volcanii und M. mazei. 
 Zunächst wurden die rekombinanten HARP Proteine hinsichtlich ihrer 
katalytischen Aktivität untersucht. Dabei konnte bei dem HARP von H. volcanii 
(Hv-HARP) in vitro eine 5´-Prozessierungsaktivität nachgewiesen werden, 
allerdings zeigte das Protein keine in vivo-Funktionalität in E. coli (Fig. 4 (Seite 
130); Fig. 5 (Seite 131)). Hingegen konnte bei dem HARP von M. mazei (Mm-
HARP) sowohl in vitro als auch in vivo eine funktionale RNase P Aktivität 
beobachtet werden (Fig. 4 (Seite 130); Fig. 5 (Seite 131)). Im Vergleich zu Hv-
HARP ist die Prozessierung durch Mm-HARP etwas reduziert, was auf den 
Analysen-Gelen mit bloßem Auge zu erkennen ist. Es wäre möglich, dass 
aufgrund der N-terminalen Histidin-Fusion die Bildung des aktiven Zentrums 
gestört wird. Dies konnte in früheren vergleichenden Experimenten mit 
T. indicus-HARP gezeigt werden. Wie zuvor bei Präparationen von 
rekombinantem AaRP konnte auch bei denen von Hv-HARP durch 
Kontrollexperimente eine putative Kontamination durch E. coli RNase P 
ausgeschlossen werden (Fig. S5 (A) (Seite 146)). In Mm-HARP Fraktionen 
konnte eine sehr niedrige Konzentration an E. coli RNase P RNA nachgewiesen 
werden. Allerdings konnte in einem Kontrollansatz mit in vitro-assembliertem 
E. coli Holoenzym bei dieser Konzentration keine Prozessierungsaktivität mehr 
gemessen werden (Fig. S5 (Seite 146)).  
Im Rahmen der Komplementationsanalyse mit dem E. coli-Stamm BW 
konnte gezeigt werden, dass M. mazei HARP in der Lage ist den letalen 
Phänotyp zu komplementieren, im Gegensatz zu H. volcanii HARP (Fig. 4 (Seite 
130)). Zusätzlich zeigte sich, dass sich das rekombinant exprimierte Hv-HARP 
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zum großen Teil in der löslichen Zellfraktion befindet (Fig. S4 (Seite 145)). 
Dadurch konnte ausgeschlossen werden, dass ein Löslichkeitsproblem für die 
nicht-funktionale Komplementation verantwortlich war.  
Nachdem anhand der rekombinanten Proteine eine RNase P-Aktivität bei 
den HARP-Proteinen von H. volcanii und M. mazei nachgewiesen werden 
konnte, wurde sowohl von einem H. volcanii- als auch von einem M. mazei-
Stamm eine entsprechende HARP-Deletionsmutante konstruiert. In beiden 
Fällen konnte das HARP chromosomal deletiert werden, was durch 
entsprechende Kontrollen überprüft wurde (Fig. S2 (Seite 143); Fig. S3 (Seite 
144)). Wachstumsanalysen zeigten sowohl für H. volcanii (Fig. 3 (Seite 129)), als 
auch für M. mazei (Fig. 2 (Seite 128)) keinen veränderten Phänotyp bei einer 
Deletion des HARPs.  
 Aus den vorhandenen Daten kann man schließen, dass die klassische 
RNA-basierte RNase P die Hauptfunktion bei der Katalyse der 5‘-Flanken von 
Prä-tRNAs ausübt. Aussagen zu einer möglichen physiologischen Funktion der 
HARPs in den Organismen können zum jetzigen Zeitpunkt noch nicht gemacht 
werden. Allerdings konnte in dieser Arbeit nachweislich gezeigt werden, dass die 
analysierten rekombinanten HARP-Proteine in vitro eine RNase P-Aktivität 
besitzen.   
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4.2.2 Supplementary Informationen 
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4.3 Substraterkennung der RNase P von A. aeolicus 
Wie das neuartige Protein-basierte RNase P-Enzym AaRP seine Substrate 
erkennt und bindet, war eine weitere Fragestellung dieser Arbeit. Das relativ 
kleine Enzym (~23 kDa) besteht scheinbar nur aus einer Metallonuklease-
Domäne (PIN-5 Gruppe), welche das katalytische Zentrum enthält (NYN-
Domäne). Alle bisher bekannten Vertreter der singulären PRORPs sind aus drei 
Domänen aufgebaut. Sie besitzen eine Metallonuklease-Domäne mit aktivem 
Zentrum, eine an der Substraterkennung und -bindung beteiligte 
Pentatricopeptide repeat-Domäne sowie ein zentrales Zink-Finger-Motiv, das die 
räumliche Anordnung der beiden anderen Domänen zueinander koordiniert (vgl. 
1.2.2). Es sollte an Hand von Prozessierungsstudien mit Prä-tRNA-
Substratvarianten (Abbildung 5) bestimmt werden, welche 
Substrateigenschaften für die Erkennung durch AaRP wichtig sind und welche 
Bereiche von Substrat und Enzym miteinander interagieren. Die analysierten 
Substratvarianten hatten verschiedene 5´- und 3´-Extensionen, deletierte 
Bereiche (= Minimalsubstrate), Insertionen und Mutationen. 
Die Prozessierung der Substrate mit modifizierten 5´- oder 3´-Extensionen 
wurde bezogen auf das Substrat mit einem Überschuss an Enzym durchgeführt 
([E]>>[S]). Zur Detektion von Substrat und Spaltprodukt wurde das 5‘-Ende der 
Substrate radioaktiv markiert. Nach Zugabe der RNase P-Aktivität wurden nach 
definierten Zeitpunkten Aliquots aus dem Reaktionsansatz entnommen und auf 
einem denaturierenden Gel aufgetrennt. Der Reaktionsverlauf konnte durch 
Auflegen einer Imager-Platte auf das Gel und anschließende densitometrische 
Auswertung an einem Phosphorimager quantifiziert werden. Auf diese Weise 
konnten die Parameter KM und kreact bestimmt werden 
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Abbildung 5: Strukturvariationen der Prä-tRNA für die Substraterkennung  
Aufgeführt sind die in dieser Arbeit untersuchten Substratvarianten der Prä-tRNAGly von 
Thermus thermophilus mit einer 5‘-Flanke von 14 nt (L14) und einem 3‘-Ende von 6 nt (inklusive 
CCA-Motiv). In der oberen Reihe (links) sind die Variationen in der 5‘-Flanke und am 3‘-Ende 
dargestellt sowie rechts das Minimalsubstrat AaT, bei dem die tRNA-Domäne auf den 
Akzeptorstamm und den koaxial gestapelten T-Arm reduziert ist (rechts). Die zweite Reihe zeigt 
Varianten der Prä-tRNAGly, bei denen der Akzeptorstamm um 2 Basenpaare verlängert (Aa +2 
bp) oder verkürzt (Aa -2 bp) wurde. In den unteren zwei Reihen sind Substrate gezeigt, denen 
der D-Arm (ΔD) oder der Anticodon Stamm (ΔAc) fehlt sowie zwei vom Minimalsubstrat AaT 
abgeleitete Varianten, bei denen durch eine Insertion von 9 nt ein leichter Winkel bzw. eine 
erhöhte Flexibilität zwischen Akzeptorstamm und T-Arm eingeführt wurde; im Substrat  Aab9Tmut 
wurde zudem die gesamte TΨC-Schleife mutiert, um deren Beitrag zur Enzymbindung zu 
evaluieren.   
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4.3.1 Substratvariationen am 5‘- oder 3‘-Ende der Prä-tRNA 
Zunächst wurden die Variationen am 5‘- und 3‘-Ende untersucht, um 
festzustellen, ob und welche Interaktionen AaRP mit den Extensionen besitzt. 
Die Verkürzung der 5‘-Flanke der Prä-tRNAGly auf 4 nt (L4) zeigte einen 
deutlichen Effekt. Der KM-Wert erhöhte sich um das 10-fache auf ~300 nM 
gegenüber Substraten mit 7 nt- bzw. 14 nt-langer 5´-Flanke (L7 bzw. L14). 
Gleichzeitig konnte eine Verdopplung der Reaktionsgeschwindigkeit auf kreact 
~4 min-1 beobachtet werden. Eine weitere Verkürzung der 5´-Flanke auf eine 
Länge von nur 1 nt (L1) reduzierte die Spaltungseffizienz kreact/KM noch einmal 
um den Faktor 6,5, wobei sich der KM-Wert gegenüber Substrat L4 auf ~630 nM 
verdoppelte und die Reaktionsgeschwindigkeit von 4 min-1 auf ~1 min-1 
zurückging (Tabelle 17). Die experimentellen Daten für das Substrat L2 mit einer 
2 nt langen 5‘-Flanke ergaben eine ungewöhnliche, fast lineare Verteilung im 
Michaelis-Menten Graph (Abbildung 7B). Entsprechend erhöhte sich der Fehler 
der Kurvenanpassung für den stark erhöhten KM-Wert auf 50% (Tabelle 17). 
Diese Ergebnisse spiegeln sich auch in der jeweiligen Spaltungseffizienz kreact/KM 
wider. Wie in Abbildung 6A zu erkennen ist, kommt es zu einer starken 
Verringerung der Spaltungseffizienz bei Verkürzung der 5´-Flanke von 7 nt 
(0,064 min-1/nM-1) auf 4 nt (0,013 min-1/nM-1). Bei einer weiteren Verkürzung der 
5´-Flanke auf eine Länge von 2 nt bzw. 1 nt können die Substrate zwar noch 
prozessiert werden, das Verhältnis kreact/KM reduziert sich jedoch nochmals auf 
~0,002 min-1/nM-1. Diese Ergebnisse weisen auf eine Interaktion zwischen dem 
Enzym und der 5‘-Flanke der Prä-tRNA hin. Für eukaryotische PRORP-Enzyme 
gibt es dagegen bisher keine experimentellen Hinweise für solch eine Interaktion 
[107, 108]. Eine Analyse mit dem PRORP3-Isoenzym aus A. thaliana zeigte, 
dass Substrate mit einer Flankenlänge ≥ 2 nt alle ähnlich effizient prozessiert 
werden, lediglich bei einer Länge von 1 nt konnte ein kreact-Effekt beobachtet 
werden [108]. Im Gegensatz dazu kommt es bei bakteriellen, RNA-basierten 
RNase P Enzymen zu einer Interaktion zwischen der Proteinuntereinheit (P 
Protein) und der 5‘-Flanke der Prä-tRNA. Biochemische und strukturelle Studien 
weisen darauf hin, dass die Nukleotide N-2 bis N-8 der ungepaarten Flanke von 
der Proteinuntereinheit gebunden werden, wobei die Interaktion mit den 
Positionen N-4 und N-5 besonders wichtig ist [93, 94, 125, 126]. Dies führt zu einer 
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Erhöhung der Substrataffinität und –spezifität [66-68, 94, 96]. Folglich wäre bei 
AaRP ebenfalls denkbar, dass durch die erhöhte Substrataffinität bei der 
Interaktion mit längeren 5‘-Flanken eine bessere Differenzierung zwischen Prä-
tRNA und maturer tRNA ermöglicht wird, so dass eine Produktinhibition 
verhindert wird. 
Veränderungen des 3‘-Endes der Prä-tRNA zeigten keine nennenswerten 
Effekte. Das Substrat mit maturem (CCA) und deletiertem (ΔCCA) 3´-CCA-Ende 
wurde mit vergleichbarer Spaltungseffizienz wie das Referenzsubstrat L14 
prozessiert, das zusätzlich einen 3 nt-Überhang am CCA-Motiv besitzt. Das 
Substrat mit einem 40 nt langem Überhang am CCA-Motiv konnte ebenfalls noch 
gut von AaRP prozessiert werden, allerdings war die Spaltungseffizienz etwas 
reduziert (Abbildung 6A). Insgesamt konnte eine schwache Präferenz für kürzere 
3´-Extensionen beobachtet werden, was jedoch sterische Ursachen haben 
könnte. Auf Grundlage dieser Ergebnisse können essenzielle Interaktionen 
zwischen dem 3‘-Ende der Prä-tRNA und AaRP ausgeschlossen werden. 
Während Basenpaarungen zwischen dem CCA-Motiv und der RNA-Untereinheit 
beim bakteriellen Enzym fundamental wichtig sind [36, 101, 113, 127], spielen 
vergleichbare Interaktionen bei PRORP offensichtlich keine Rolle bei der 
Substraterkennung [107, 108]. Folglich ähnelt die Substratbindung an AaRP der 
von bakterieller RNP RNase P in Bezug auf die Rolle der 5´-Extensionen, 
während die relative Bedeutungslosigkeit von 3´-Extensionen eine 
Gemeinsamkeit von AaRP und PRORP-Enzymen ist. 
 
Abbildung 6: Graphische Darstellung der Spaltungseffizienzen  
(A) Substrate mit variablen 5‘-Flanken- und 3‘-Enden. L14 entspricht dem Referenzsubstrat 
(Prä-tRNAGly von T. thermophilus). (B) Substrate mit Deletionen (Minimalsubstrate) im Vergleich 
zum Referenzsubstrat L14. 
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Tabelle 17: Ergebnisse der Analysen zur Substraterkennung 
Es ist das Substrat aufgelistet, inklusive der Eingruppierung, sowie die kinetisch bestimmten Parameter 



















L7 1,81 ± 0,15 28,1 ± 7,3 0,064 
L4 4,06 ± 0,26 314,4 ± 44,4 0,013 
L2 4,57 ± 1,83 2221,7 ± 1109,9 0,002 







 CCA 5,11 ± 0,24 94,4 ±14,6 0,054 
ΔCCA 6,01 ± 0,30 69,9 ± 10,7 0,086 














ΔAC 0,68 ± 0,07 15,9 ± 8,8 0,043 
ΔD 2,67 ± 0,13 192,8 ± 23,9 0,014 
AaT 0,61 ± 0,06 25,4 ± 11,3 0,024 
Aab9T 3,60 ± 0,21 123,9 ± 17,3 0,029 




Die Prozessierung der Minimalsubstrate (Abbildung 5) wurde mit einem 
Überschuss an Enzym im Vergleich zum Substrat durchgeführt ([E]>>[S]).  
 Die Deletion des Anticodon-Arms bei Substrat ΔAc und die kombinierte 
Deletion von Anticodon- und D-Arm bei dem Haarnadel-Substrat AaT hatte 
keinen signifikanten Einfluss auf die Prozessierung durch AaRP. So war die 
Spaltungseffizienz von ΔAc (0,043 min-1/nM-1) und AaT (0,024 min-1/nM-1) 
vergleichbar mit der des Referenzsubstrats L14 (0,045 min-1/nM-1) (Tabelle 17 
und Abbildung 6B). Im Vergleich zu Substrat AaT, welches einer rigiden koaxial 
gestapelten Helix aus Akzeptor- und T-Stamm entspricht, wurden in Substrat 
Aab9T zusätzlich neun Nukleotide in die 5´-Hälfte zwischen dem theoretischen 
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Übergang von Akzeptor- und T-Stamm insertiert. Diese Sequenz-Ausbuchtung 
sollte eine gewisse strukturelle Flexibilität garantieren. Die Konstanten KM und 
kreact von Spaltungsreaktionen mit Substrat Aab9T waren gegenüber denen von 
Substrat AaT / L14 zwar leicht erhöht, insgesamt wurde die Spaltungseffizienz 
dadurch jedoch nicht wesentlich verändert. Die Entfernung des D-Arms hatte im 
Vergleich zu L14 eine Reduktion der Substrataffinität zur Folge (~6-facher 
Anstieg von KM), gleichzeitig kam es dadurch aber auch zu einer leichten 
Erhöhung der Reaktionsgeschwindigkeit (~2-facher Anstieg von kreact). 
Insgesamt führte die Deletion des D-Arms zu einer etwa 3,2-fach verringerten 
Spaltungseffizienz gegenüber dem Referenzsubstrat L14.  
Um mögliche Interaktionen zwischen der TΨC-Schleife der Prä-tRNA und 
AaRP zu untersuchen, wurde die Sequenz der Schleife bei Substrat Aab9Tmut 
vollständig mutiert (Abbildung 5). Mit diesem Substrat wurde der vergleichsweise 
geringste kreact-Wert von 0,29 min-1 gemessen. Selbst bei höheren 
Enzymkonzentrationen konnten maximal 80% des Aab9Tmut-Substrats umgesetzt 
werden. Vergleicht man den kreact-Wert von 0,29 min-1 mit dem für Substrat Aab9T 
(3,6 min-1), so wird deutlich, dass die T-Schleife eine wichtige Rolle für die 
Positionierung des Substrats im aktiven Zentrum spielt. 
Die bakterielle RNA-basierte RNase P bindet die typisch L-förmige tRNA 
hauptsächlich durch Interaktionen mit Akzeptorstamm und T-Arm. Die T-Schleife 
wiederum wird durch intramolekular Wechselwirkung mit der D-Schleife in ihrer 
Position und Konformation stabilisiert. Dennoch können Substrate mit deletiertem 
D-Arm relativ effizient durch die RNA-basierte RNase P prozessiert werden [100, 
103, 128]. Selbst sogenannte Haarnadel-Substrate sind noch gute Substrate der 
bakteriellen RNase P und werden an spezifischer Position gespalten [97, 129]. 
Im Gegensatz dazu werden solche Minimalsubstrate nur sehr ineffizient von den 
eukaryotischen PRORP-Enzymen prozessiert, die nahezu keine Kontakte zu 
Substratdeterminanten an der Spaltstelle nutzen und z.B. auch nicht mit der 5‘-
Flanke interagieren. Folglich sind bei den PRORP-Enzymen zusätzliche 
Wechselwirkungen mit tRNA-Kernstrukturen bedeutend wichtiger sind als bei 
den bakteriellen RNA-Enzymen [50, 107, 108]. Auch wenn das Fehlen eines 
Anticodon-Stamms keinen Effekt auf die Prozessierungseffizienz von PRORP 
zeigte, so hatte die Deletion des D-Arms einen stark negativen Effekt auf die 
Substratbindung und -spaltung [107, 108]. Das Haarnadel-Substrat AaT wurde 
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sehr ineffizient von PRORP aus A. thaliana (Isoenzym PRORP3) prozessiert, 
doch durch Insertion einer 9 nt langen Sequenz (Substrat Aab9T) konnte die 
strukturelle Flexibilität erhöht und die Spaltungseffizienz deutlich verbessert 
werden [108]. Bei der Prozessierung durch AaRP hatte die Deletion des D-Arms 
keinen entscheidenden Einfluss auf die Spaltungseffizienz. Auch das Haarnadel-
Substrat AaT wurde noch effizient prozessiert. Hinsichtlich der 
Substraterkennung der Minimalsubstrate ähnelt AaRP demnach mehr den RNA-
basierten bakteriellen Enzymen als den Protein-basierten PRORP-Enzymen. 
Eine der wenigen konservierten Sequenzelemente der Prä-tRNA befindet sich in 
der TΨC-Schleife, deren Nukleotide an tertiären Interaktionen mit Nukleotiden in 
der D-Schleife beteiligt sind [130, 131]. Die Mutation aller Positionen in der 
Sequenz hatte extreme Effekte auf die Prozessierung durch AaRP und 
deutet – wie bei den bakteriellen RNase P Enzymen - auf sequenzspezifische 
Interaktionen hin [97-99]. Allerdings kann nicht ausgeschlossen werden, dass ein 
durch die Mutationen verursachter struktureller Defekt der TΨC-Schleife die 
Prozessierung (zusätzlich) beeinflusst hat. 
 
 
Abbildung 7: Prozessierung von Prä-tRNA Substratvarianten 
(A) Primärdiagramm zur Bestimmung der Ratenkonstante kobs. Sowohl mit L14 ( ), als auch 
mit Aab9T ( ) konnte ein Substratumsatz von fast 100% erreicht werden Aab9Tmut ( ) zeigt bei 
identischer Enzymkonzentrationen einen maximalen Umsatz von 50% des Substrates 
(AaRP = 50 nM, Fehlerbalken: SEM). (B) Sekundärdiagramm zur Bestimmung von kreact und 
KM(sto) von L2. Aufgetragen sind die Ratenkonstanten kobs [min-1] über die Substratkonzentration 
von AaRP [nM] . Mittels einer an single turnover-Bedingungen angepassten Michaelis-Menten-
Gleichung  [132] wurde eine nicht-lineare Regressionsanalyse der Daten zur Kurvenanpassung 
durchgeführt (n≥3; SEM).  
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4.3.3 Akzeptorstamm Variationen 
Neben den Variationen der 5‘-Flanke, des 3‘-Endes und der tRNA-Struktur 
wurden auch Substrate mit variabler Akzeptorstamm-Länge untersucht. Bei 
Substrat Aa +2 bp wurden zwei zusätzliche GC-Basenpaare in den 
Akzeptorstamm insertiert und bei Substrat Aa -2 bp wurden zwei GC-
Basenpaare aus dem Akzeptorstamm eliminiert. Die resultiertenden 
Substratvarianten der Prä-tRNAGly besaßen demnach Akzeptorstämme mit 9 
bzw. 5 Basenpaaren (Abbildung 5). Anhand dieser Substrate wurde 
herausgefunden, dass bei PRORP-Enzymen die Spaltstellenselektion über einen 
„Messmechanismus“ erfolgt. So verschob sich die Spaltstelle entsprechend der 
Insertion/Deletion um 2 nt in den Akzeptorstamm bzw. in die 5‘-Flanke [108]. Bei 
AaRP hingegen wurde ein anderes Spaltmuster beobachtet. Das Substrat 
Aa +2 bp wurde von AaRP direkt am Übergang von Akzeptorstamm zu 
ungepaarter 5‘-Flanke gespalten (N-3/N-2), das heißt, die Spaltstelle wurde um 
zwei Positionen in 5‘-Richtung verschoben (Abbildung 8). Demnach ist AaRP 
nicht dazu in der Lage, die Akzeptorstamm-Helix vorübergehend 
aufzuschmelzen, um das Substrat an der kanonischen Spaltstelle zu 
prozessieren. Die Spaltung des Substrats Aa -2 bp mit verkürztem 
Akzeptorstamm hingegen erfolgte – ähnlich wie bei PRORP [108] - zu gleichen 
Teilen an der kanonischen Position N-1/N+1 und an der benachbarten 
Phosphodiesterbindung N+1/N+2 in der ungepaarten 5‘-Flanke. Dies deutet darauf 
hin, dass auch AaRP eine Art „Messmechanismus“ besitzt, jedoch nicht in der 
Lage ist, die stabile Akzeptorstamm-Helix partiell zu entwinden oder eine durch 
thermische Fluktuationen transient zugängliche Spaltstelle gezielt im aktiven 
Zentrum zu verankern. Außerdem scheint AaRP bevorzugt am Übergang von 
einer Helix zum Einzelstrang zu schneiden. Diese Tendenz ist auch bei dem 
Substrat Aa -2 bp zu erkennen, wo die Spaltung zu etwa 50% in Richtung Helix-
Ende hin verschoben ist. Insgesamt deutet das Spaltungsmuster von Substrat 
Aa +2 bp und Aa -2 bp auf eine hohe Flexibilität von AaRP bezüglich der 
Spaltstellenselektion hin. Zusätzlich wurden die Substrate mit verlängertem bzw. 
verkürztem Akzeptorstamm auch in Reaktionen mit den HARP-Enzymen des 
Archaeons M. thermautotrophicus und des Bakteriums T. indicus getestet. Die 
Ergebnisse der Spaltstellenanalyse mit den beiden HARP-Enzymen sind ähnlich 
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zu denen von AaRP. Beide HARP Enzyme spalten Aa +2 bp am Übergang vom 
gepaartem zum ungepaarten Bereich (Abbildung 8). Während AaRP bei Substrat 
Aa -2 bp durch die Spaltung an zwei direkt benachbarten Positionen (N-1/N+1 und 
N+1/N+2) eine Doppelbande erzeugt, schneidet T. indicus HARP primär an der 
kanonischen Schnittstelle N-1/N+1 in der 5‘-Flanke und bedeutend schwächer am 
Ende der Akzeptorstamm-Helix an N-2/N-3 in der 5‘-Flanke. Bei der Prozessierung 
mit HARP von M. thermautotrophicus konnten deutlich mehr Banden bei dem 
Substrat Aa -2 bp erkannt werden, primär erfolgte die Spaltung aber wie mit 
T. indicus HARP an den Positionen N-1/N+1 und N+2/N+3. Demnach erfolgt die 
Spaltstellenselektion bei HARP-Enzymen ebenfalls mittels einer Art 
„Längenmessung“ von Substratelementen. Scheinbar besitzen die HARP-
Enzyme jedoch eine etwas höhere Flexibilität als AaRP, was es ihnen ermöglicht, 
auch am Übergangsbereich von Doppel- zu Einzelstrang bei einem um 2 Bp 
verkürzten Akzeptorstamm zu schneiden. Nicht auszuschließen ist die 
Möglichkeit, dass die beiden HARPs dafür eine Interaktion mit dem 
Diskriminatornukleotid eingehen. Eine solche Interaktion ist für die bakterielle 
RNase P bekannt. So wurde gezeigt, dass das Nukleotid U294 der E. coli 
RNase P RNA die Diskriminator-Base +73 der (Prä)-tRNA kontaktiert [101] um in 
Kombination mit weiteren Interaktionen die Spaltstelle zu identifizieren.  
 
4.4 Bakterielle Protein-basierte RNase P Enzyme 
Durch bioinformatische Suchen konnten homologe Enzyme von AaRP in 
verschiedenen Bakterien nachgewiesen werden (Publikation I, 4.1). 
Erstaunlicherweise tragen diese Bakterien, im Gegensatz zu A. aeolicus, noch 
die Gene für die Untereinheiten der RNA-basierten RNase P (rnpA und rnpB) in 
ihren Genomen. Zur funktionellen Analyse der HARP-Enzyme wurden 
repräsentativ die Bakterien Halorhodospira halophila (Proteobacteria, halophil) 
[133], Alkalilimnicola ehrlichii (Proteobacteria, halo-alkaliphil) [134], 
Thioalkalivibrio nitratireducens (Proteobacteria, alkaliphil) [135], 
Methylacidiphilum infernorum (Verrucomicrobia, acidophil und methanotroph) 
[136] und Thermodesulfatator indicus (Thermodesulfobacteria, thermophil) [137] 
ausgewählt. 
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Abbildung 8: Prozessierung von Akzeptorstamm Varianten. 
Im Anschluss an die Prozessierung wurden die Spaltprodukte auf einem 25%-igen PAA-Gel 
aufgetrennt. Als Größenstandard wurde ein 16-mer (16), sowie ein Nuklease P1-Verdau des 16-
mers (P1) verwendet. Die Spaltung der verschiedenen Substrate wurde mit den Enzymen 
AaRP, T. indicus HARP (Thein), M. thermautotrophicus HARP (Mth) und PRORP3 
durchgeführt. Unter der Spaltanalyse sind die Substratvarianten schematisch abgebildet, 
inklusive der Positionen +1/-1, sowie der Flankenlänge (blau/türkis).  
 
 
Die HARP-Enzyme wurden rekombinant mit einer Histidin-Fusion exprimiert und 
anschließend chromatographisch gereinigt. Zur Kontrolle wurden die HARP-
Präparationen einer Reverse Transkriptase (RT)-PCR-Analyse unterzogen, um 
eine Kontamination mit E. coli RNase P RNA (P RNA) auszuschließen. Anhand 
sukzessiver Verdünnungen einer in vitro transkribierten E. coli P RNA konnte 
eine Detektionsgrenze von 0,0475 zmol bestimmt werden. Außer bei 
T. nitratireducens zeigte sich in allen Präparationen eine geringfügige 
Verunreinigung mit E. coli P RNA in einem Konzentrationsbereich von 47,5 - 
475 ymol P RNA (Abbildung 9C). Um zu überprüfen, ob die Kontamination die 
Spaltanalyse beeinflusst, wurde entsprechend verdünntes E. coli Holoenzym 
(P RNA : P Protein 1:1) in einer Prozessierungsreaktion getestet. Dabei zeigte 
sich jedoch, dass bereits bei einer Konzentration von 4,75 zmol Holoenzym keine 
Spaltung mehr detektiert werden kann (vgl. Seite 146). Bei den in vitro-
Spaltanalysen mit den rekombinant aufgereinigten Enzymen zeigte sich, dass 
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sowohl das HARP von M. infernorum (Mi-cHis) als auch jenes von T. indicus (Ti-
cHis) in der Lage sind, eine Prä-tRNA effizient an der spezifischen Spaltstelle zu 
prozessieren (Abbildung 9A). Die HARP-Enzyme aus H. halophila, M. infernorum 
und T. nitratireducens zeigten in diesem Assay keine Aktivität. 
 
 
Abbildung 9: Analyse rekombinanter bakteriellen HARPs auf RNase P Funktion 
Die HARP-Proteine aus folgenden Bakterienstämmen wurden für Funktionsstudien rekombinant 
(mit N- oder C-terminalem Histindin-Fusion) exprimiert und aufgereinigt: H. halophila (Hh-nHis, 
Hhal2443cHis), A. ehrlichii (Ml-cHis, Mlg2556cHis), T. nitratireducens (Tn-cHis, Tvnir2893cHis); 
M. infernorum (Mi-cHis, Minf0007cHis) und T. indicus (Ti-cHis, Thein2060cHis). (A) 
Prozessierung der Prä-tRNAGly durch die bakteriellen HARPs. Es ist zu erkennen, dass sowohl 
A. aeolicus (Aq), als auch M. infernorum und T. indicus Lage sind, die 5‘-Flanke 
endonukleolytisch abzuspalten; Reaktionsbedingungen: 4.5 mM MgCl2 in 1x F-Puffer bei 37°C. 
(B) Western Blot Analyse der bakteriellen HARPs die in dem E. coli BW-Stamm für die 
Komplementationsanalyse exprimiert wurden. Alle HARP-Enzyme konnten in der löslichen 
Fraktion (s) nachgewiesen werden. Allein T. nitratireducens zeigte auch ein Signal in der 
unlöslichen Fraktion (ns). Die Detektion erfolgte mit einem Antiserum gegen den His-Tag. (C) 
RT-PCR zur Kontrolle möglicher Kontaminationen mit RNase P RNA aus E. coli (E.c. P RNA). 
Als Kontrolle wurde in vitro transkribierte E.c. P RNA in einer Verdünnungsserie von 4,75 amol 
(10-18) bis 4,75 ymol (10-24) auf das Gel aufgetragen. Für die RT-PCR-Reaktion wurden 
gereinigte Proteinfraktionen verwendet und auf eine Konzentration von 50 nM in dem 
Reaktionsansatz eingestellt. Es zeigte sich eine Kontamination in allen Proteinfraktionen mit 
Ausnahme von T. nitratireducens. Die entsprechende Bande wurde nicht in der Kontrolle ohne 
Reverse Transkriptase (-RT) detektiert, sodass eine DNA-Kontamination ausgeschlossen 
werden kann.  
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Zusätzlich zu den in vitro-Prozessierungsanalysen wurden die HARP-Enzyme 
auch auf ihre Funktion in vivo getestet. Hierzu wurde der E. coli Stamm BW 
verwendet, bei dem die Expression der P RNA-Untereinheit strikt Arabinose-
abhängig ist [113]. Ein Entzug dieser Kohlenstoffquelle (als Referenz-Kohlenstoff 
wurde Glucose verwendet) ist durch Depletierung der endogenen RNase P-
Aktivität letal für die Zellen. Zur Überprüfung der in vivo-Funktionalität wurde der 
E. coli BW Stamm mit Expressionsvektoren für die HARP-Enzyme transformiert 
und das Zellwachstum auf Medium mit bzw. ohne Arabinose untersucht. Dabei 
zeigte sich, dass unter permessiven Bedingungen (Glukose-Medium) neben den 
Positivkontrollen (E. coli P RNA und A. aeolicus AaRP) ausschließlich das HARP 
von T. indicus in der Lage war, das fehlende Enzym in E. coli BW zu 
komplementieren (Abbildung 10A), obwohl die HARP-Enzyme von H. halophila, 
M. infernorum, A. ehrlichii und T. nitratireducens alle in der löslichen Zellfraktion 
von E. coli BW nachgewiesen werden konnten (Abbildung 9B). 
 Die Tatsache, dass die untersuchten Bakterienstämme sowohl die Gene 
für die klassische RNase P als auch ein HARP kodieren, warf die Frage auf, ob 
die Funktion der klassischen RNase P eventuell in einem dieser Stämme von 
HARP (zumindest teilweise) übernommen wurde und deshalb die RNA-basierte 
RNase P bereits an Funktionalität verloren hat. Es wurde daher ebenfalls die 
Funktion der klassischen RNA-basierten RNase P-Enzyme in den untersuchten 
Bakterienstämmen adressiert. Dies sollte insbesondere durch in vivo-
Komplementationstudien geklärt werden. Dafür wurde unter anderem der 
Bacillus subtilis Stamm d7 verwendet, in dem das für die Proteinuntereinheit der 
RNase P (P Protein) kodierende rnpA-Gen unter der Kontrolle eines 
regulierbaren Xylose-Promoters steht [114]. In Abwesenheit von Xylose kommt 
es zu einer für den d7-Stamm letalen Inhibition der rnpA-Genexpression. 
Zunächst wurden die rnpA-Gene aus der chromosomalen DNA von A. ehrlichii, 
H. halophila, M. infernorum, T. indicus und T. nitratireducens mittels PCR 
amplifiziert und in einen Expressionsvektor für B. subtilis insertiert. Dabei stellte 
sich heraus, dass das P Protein von M. infernorum in der NCBI-Datenbank falsch 
(verlängert) annotiert wurde, sodass in der vorliegenden Arbeit eine verkürzte 
Variante dieses P Proteins verwendet wurde (vgl. Anhang). Nach Transformation 
der Expressionsvektoren in B. subtilis d7 zeigte sich, dass alle heterologen P 
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Proteine in der Lage sind, das endogene P Protein von B. subtilis unter nicht-
induzierenden Bedingungen (Xylose-freies Medium) zu komplementieren 
(Abbildung 10B). In weiterführenden Studien konnte ferner gezeigt werden, dass 
die jeweiligen P RNA-Untereinheiten ebenfalls in vitro und in vivo aktiv sind 
(T. indicus (Fig. S21, Seite 95); bzw. Daten nicht gezeigt). 
 Dass einige HARP-Enzyme in vitro und in vivo keine RNase P-Aktivität 
zeigten, kann mehrere Ursachen haben. Alle getesteten Enzyme stammen aus 
extremophilen Bakterien. Dadurch ist es möglich, dass die getesteten 
Reaktionsbedingungen bzw. die zellulären Bedingungen in E. coli nicht optimal 
für die Funktionalität dieser Proteine waren. Es konnte zwar gezeigt werden, dass 
sich alle HARP-Proteine vorwiegend in der löslichen Zellfraktion von E. coli BW 
befinden (Abbildung 9B), allerdings könnten zusätzliche, in diesem Wirt nicht 
vorhandene Faktoren für eine Funktion der Enzyme notwendig sein. Auch bei 
den in vitro Analysen könnten für die Enzymaktivität wichtige Bedingungen 
(Ionen, pH, Reaktionstemperatur usw.) nicht erfüllt gewesen sein. So konnte für 
Trypanosoma brucei gezeigt werden, dass zwei entfernt verwandte Enzyme, mit 
der gleichen Funktion, nur unter vollkommen unterschiedlichen 
Reaktionsbedingungen aktiv sind [138]. Weiterhin ergab ein Sequenzvergleich, 
dass die funktionell äquivalenten Aspartatreste des aktiven Zentrums (D7Aq, 
D138Aq, D142Aq und D160Aq) in den untersuchten HARP-Proteinen konserviert 
sind (vgl. Seite 98), sodass die Inaktivität kaum auf Mutationen katalytisch 
relevanter Reste zurückzuführen ist. Allein bei T. indicus ließ sich sowohl bei dem 
Protein-basierten als auch dem RNA-basierten Enzym in vitro und in vivo 
RNase P-Aktivität nachweisen, sodass dieses Bakterium tatsächlich zwei 
strukturell unterschiedliche RNase P-Enzyme besitzt, was ein Novum darstellt.  
 In der Evolution sind Gen-Duplikationen ein bekannter Mechanismus, um 
neue Funktionen in einer Zelle zu etablieren [139, 140]. Da der evolutive 
Selektionsdruck nicht mehr so stark auf ein dupliziertes Gen wirkt, kann es hier 
häufiger zu Mutationen kommen [141]. Neue Eigenschaften können auch durch 
horizontalen Gentransfer erworben werden, indem artfremde Gene vom 
Organismus aufgenommen und ins Genom integriert werden [142, 143]. Da etwa 
10% des Genoms von A. aeolicus archaealen Ursprungs ist, ist es 
wahrscheinlich, dass A. aeolicus seine RNase P durch horizontalen Gentransfer 
erhalten hat [144]. Da nahezu alle Organismen, in denen ein HARP-Enzym 
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identifiziert wurde, Lebensräume mit extremen Bedingungen bewohnen, ist es 
möglich, dass auch diese Bakterien oder Archaeen das Enzym mittels 
horizontalem Gentransfer erworben haben. Welche physiologische(n) 
Funktion(en) die HARP-Enzyme in den jeweiligen Zellen besitzen, ist zurzeit 
noch unklar. Es wäre auch denkbar, dass die HARP-Gene nach hypothetischer 
Gen-Duplikation oder horizontalem Gentransfer durch Neofunktionalisierung 
geänderte Funktionen in der Zelle erlangten [145]. Im Zusammenhang mit der 
vorliegenden Arbeit konnte in Kooperationen mit der AG Marchfelder (Ulm) und 
AG Schmitz-Streit (Kiel) gezeigt werden, dass in den Archaeen H. volcanii und 
M. mazei die Gene für HARP ohne erkennbaren Phänotyp deletierbar sind (Seite 
128-129). Folglich handelt es sich bei HARP in diesen beiden Organismen um 
ein nicht-essenzielles Enzym. Im Gegensatz dazu war eine Deletion der RNA-
basierten RNase P letal, was darauf hindeutet, dass die HARP-Enzyme 
zumindest nicht das Haupt-RNase P-Enzym in diesen Archaeen darstellen [146]. 
Es bleibt daher unklar, welche physiologische Funktion das HARP hier ausübt. 
Es wäre nun interessant herauszufinden, welchen Effekt eine entsprechende 
Deletion von HARP bzw. der RNA-basierten RNase P in den hier analysierten 
Bakterien besitzt. 
 
4.5 Strukturaufklärung protein-basierter RNase P 
Die Struktur von Protein-basierten RNase Ps aus A. thaliana ist aufgeklärt 
(Abbildung 3) [50, 110]. Diese Enzyme bestehen aus drei unterschiedlichen 
Domänen: (1) der PPR-Domäne, welche eine Rolle für die Substraterkennung 
und -bindung eine Rolle spielt, (2) die NYN-Domäne, welche das aktive Zentrum 
enthält und (3) der zentralen Domäne, welche ein Zink-Finger Motiv enthält sowie 
die zwei anderen Domänen miteinander verknüpft [50, 51, 82, 110, 111, 147]. 
 Bioinformatische Sequenzanalysen haben vorhergesagt, dass die 
prokaryotischen AaRP/HARPs strukturell lediglich aus einer PIN-like Domäne 
bestehen. Diese Struktur ist ebenfalls charakteristisch für die NYN-Domäne der 
PRORP-Enzyme [148, 149]. In dieser Arbeit wurden sowohl Analysen zum 
Oligomerisierungsgrad der AaRP/HARP-Proteine als auch zur 
Strukturaufklärung durchgeführt. Dazu wurden molekularbiologische, 
biophysikalische und strukturbiologische Methoden angewandt.  
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Abbildung 10: Komplementationsanalysen der bakteriellen HARPs und P Proteine 
Die Komplementationsanalysen wurden in Bakterienstämmen mit reprimierbarer endogener 
RNase P-Aktivität durchgeführt. Die Expression der endogenen RNase P ist in beiden Stämmen 
von der Kohlenstoffquelle im Wachstumsmedium abhängig. Zunächst wurden die 
Bakterienstämme mit den Expressionsvektoren der zu analysierenden heterologen RNase P-
Gene transformiert und anschließend auf Agarplatten unter für die endogene RNase P 
permissiven und nicht-permissiven Bedingungen wachsen gelassen. Als 
Referenzkohlenstoffquelle für die nicht-permissiven Bedingungen wurde Glucose in der jeweils 
entsprechenden Konzentration verwendet. H. halophila (Hha), A. ehrlichii (Mlg), 
T. nitratireducens (Tvn); M. infernorum (Min) und T. indicus (The). (A) Funktion der 
bakteriellen HARP-Enzyme in vivo. Die Komplementationsanalyse wurde in dem E. coli Stamm 
BW mit Arabinose-abhängiger P RNA-Expression durchgeführt. Der BW-Stamm war wurde mit 
Expressionsvektoren für die heterologen HARP-Enzyme transformiert. Als Negativ-Kontrolle (-) 
wurde der Leervektor pDG148(+) verwendet, sowie als Positiv-Kontrollen A. aeolicius (Aae) 
RNase P (AaRP) sowie und die homologe E. coli P RNA (Eco) exprimiert. Das Wachstum wurde 
unter induzierenden Bedingungen (+ara) und nicht-induzierenden Bedingungen (+glu) auf LB-
Agarplatten nach 1 Tag bei 37°C dokumentiert (B) Funktion der bakteriellen P Proteine in vivo. 
Die Komplementationsanalyse wurde in B. subtilis Stamm d7 mit Xylose-abhängiger P Protein-
Expression durchgeführt. Der d7-Stamm wurde mit Expressionsvektoren für die heterologen 
P Proteine-Enzyme transformiert. Als Negativ-Kontrolle wurde der Leervektor pDG148(+) (-) 
verwendet, als Positiv-Kontrolle die P Proteinuntereinheit von B. subtilis (Bsu). Das 
Zellwachstum wurde unter induzierenden Bedingungen (+xyl) und nicht-induzierenden 
Bedingungen (+glu) auf LB-Agarplatten nach 1 Tag bei 37°C dokumentiert. 
 
4.5.1 Bestimmung des Oligomerisierungsgrads  
Die Gelfiltration ist eine chromatographische Methode anhand einer Gelmatrix, 
meistens Sephadex oder Superose, diverse Proteine nach Größen aufzutrennen 
[150]. In der analytischen Form werden Standardproteine mit bekanntem 
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Molekulargewicht eingesetzt, um eine Standardgerade zu erhalten welche dann 
zur Bestimmung von unbekannten Proteingrößen genutzt werden kann.  
 Zunächst wurde das Elutionsvolumen folgender Kalibrierungsproteine 
bestimmt: Apoferritin (443 kDa), β-Amylase (200 kDa), Alkoholdehydrogenase 
(150 kDa), BSA (66 kDa), Carbon Anhydrase (29 kDa) und Cytochrom C 
(12,4 kDa). Anschließend wurde das Elutionsvolumen gegen die Molekülmasse 
der Kalibrierungsproteine in logarithmischer Skalierung aufgetragen und die 
Formel für die Ausgleichsgerade wurde bestimmt. Mittels dem experimentell 
bestimmten Elutionsvolumen der AaRP/HARP-Proteine und der 
Geradengleichung für die Gelfiltrationssäule konnte dann die Molekülgröße bzw. 
der Oligomerisierungsgrad errechnet werden.  
 Für die RNase P von A. aeolicus (AaRP) wurde bereits zuvor gezeigt, 
dass dieses Protein in einem größeren Komplex vorliegt. So eluierte das native 
AaRP-Enzym aus A. aeolicus-Zellen, das monomer eine Molekülmasse von 
~23 kDa besitzt, bei der präparativen Gelfiltration in Fraktionen, die einer 
Molekülmasse von ungefähr 400 kDa entsprechen (vgl. Fig. S15 (Seite 91). Um 
nun herauszufinden, ob mit dem rekombinanten Protein ein vergleichbares 
Ergebnis erzielt wird, wurde eine analytische Gelfiltration durchgeführt (Superose 
6, 10/300 GL, 5 kDa-5 000 kDa). Dabei zeigte sich, dass auch die rekombinante 
Form bereits früh von der Säule eluiert, vergleichbar mit dem Kalibrationsprotein 
Apoferritin (443 kDa) (Abbildung 11). Eine kleinere Fraktion von rekombinantem 
AaRP eluierte bereits noch vor der der Hauptfraktion, was auf eine nochmals 
höhere Molekülmasse dieser Komplexe hindeutet. Hierbei könnte es sich um 
unspezifische Aggregate handeln. Das Chromatogramm-Profil mehrerer 
voneinander unabhängigen AaRP-Präparationen war nahezu identisch. Der 
Hauptfraktion nach zu urteilen liegt das AaRP-Enzym demnach als homo-
oligomerer Komplex mit einer Größe von 400-420 kDa vor. Inwieweit dieser 
Komplex aus kleineren Einheiten, wie z.B. Dimeren, Trimeren oder Hexameren 
aufgebaut ist, kann aus den Daten nicht geschlossen werden. 
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Abbildung 11: Gelfiltrations-Chromatogramm 
Abgebildet ist ein Lauf der Superose 6 Chromatographie mit den entsprechenden Standard-
Proteinen (Grau-Töne), sowie von AaRP (rot). In der oberen linken Ecke befindet sich die 
korrespondierende Standard-Gerade, welche durch die Elutionsvolumen bestimmt wurde, 
welche über dem Peak-Maximum angeben sind. 
 
Neben AaRP wurden ein bakterielles und ein archaeales HARP-Proteine mittels 
Gelfiltration untersucht. Das Elutionsvolumen des bakteriellen HARPs von 
T. indicus lag bei 17,98 mL, was einer Molekülgröße von ~71 kDa entsprach. Für 
das archaeale HARP von H. volcanii konnte ein Elutionsvolumen von 16,85 mL 
(Molekülmasse ~91 kDa) beobachtet werden. Demnach liegen alle untersuchten 
AaRP/HARP-Enzyme als Homo-Oligomere vor, jedoch bilden die HARP-Enzyme 
gegenüber AaRP bedeutend kleinere Komplexe. Eine Strategie von thermophilen 
Bakterien zur Erhöhung der Proteinstabilität besteht in der Bildung von 
Oligomeren [151, 152]. Die optimalen Wachstumstemperaturen von H. volcanii 
(42°C) und T. indicus (70°C) liegen deutlich unter denen von A. aeolicus, welches 
noch bei Temperaturen bis zu 95°C wachsen kann. Eventuell wird durch die 
Bildung der höhermolekularen AaRP-Komplexe in A. aeolicus eine höhere 
Thermostabilität erzielt.  
 
4.5.2 Oligomerisierungsgrad Bestimmung durch analytische 
Ultrazentrifugation 
Die analytische Ultrazentrifugation ist eine Methode, die Molekülmasse von 
Proteinen und Proteinkomplexen mittels eines Dichte-Gradienten zu bestimmen 
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[153]. Die Analyse erfolgte in Zusammenarbeit mit Dr. Ute Curth (Hannover), 
welche die Messungen durchführte.  
 Zunächst wurde AaRP in drei aufeinanderfolgenden Schritten mittels 
Affinitätschromatographie, Anionenaustauschchromatographie und Gelfiltration 
aufgereinigt. Nach einer 2,5-stündigen Präinkubation zur 
Gleichgewichtseinstellung wurden die Proben in einem Dichtegradienten 
ultrazentrifugiert. Hierbei zeigte sich, dass die Homogenität der AaRP-
Präparationen trotz der oben genannten Reinigungsschritte (inklusive 
Gelfiltration) sehr niedrig war (Abbildung 12). Außerdem konnte beobachtet 
werden, dass die Komplexe bei höheren AaRP-Konzentrationen kleiner wurden 
(Abbildung 12B). Möglicherweise handelt es sich bei der Bildung der Oligomere 
um ein dynamisches System, wobei sich nur kurzzeitig stabile funktionale 
Komplexe bilden, die meist in Verbindung mit Co-Faktoren vorliegen [154-156]. 




Abbildung 12: Sedimentationsverhalten von AaRP 
Analytische Ultrazentrifugation von AaRP (Abbildungen von Dr. Curth, Hannover). (A) 
Sedimentationskoeffizientenverteilungen von AaRP in Abhängigkeit von der Konzentration. (B) 
Sedimentationskoeffizientenverteilungen nach Normierung der Flächenintegrale. 
 
4.5.3 Größenbestimmung mittels dynamischer Lichtstreuung 
Die Dynamische Lichtstreuung (DLS) ist eine Methode zur Bestimmung der 
Partikelgröße (z.B. von Proteinen und Proteinkomplexen) in einem flüssigen 
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System mit Hilfe eines Lasers [157]. Die Messungen wurden in Kooperation mit 
Dr. Stefan Merkl (CrystalsFirst, Marburg) durchgeführt.  
 Zunächst wurde das rekombinant-exprimierte Protein über 
Affinitätschromatographie gefolgt von einer Anionentauscherchromatographie 
gereinigt. Die anschließende Analyse der Proben mittels DLS (CrystalsFirst, 
Marburg) zeigte, dass die homo-oligomeren Komplexe von AaRP sehr heterogen 
waren. Die Homogenität der Probe konnte allerdings durch einen zusätzlichen 
Zentrifugationsschritt verbessert werden, was die Streuung der Partikel in der 
DLS-Messung verringerte. Die dadurch bestimmten Partikelgrößen hatten einen 
Radius von 10-100 nm, vereinzelt konnten jedoch auch deutlich kleinere Partikel 




Abbildung 13: Größenanalyse von AaRP mittels Dynamischer Lichtstreuung 
Darstellung der Ergebnisse der Dynamischen Lichtstreuung in Form einer Heat-Map (obere 
Abbildungen). Im unteren Bereich sind die entsprechend ermittelten Partikel-Radien abgebildet 
(Dr. Merkl, Marburg). (A) Chromatographisch aufgereinigte AaRP-Präparation mit 
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4.5.4 Strukturanalyse durch Aminosäureaustäusche 
Die vorangegangenen Ergebnisse zeigen, dass AaRP vorwiegend als 
größerer homo-oligomerer Komplex vorliegt. Durch den gezielten Austausch 
einzelner Aminosäuren wurde versucht, die für die Komplexbildung 
verantwortlichen Strukturelemente von AaRP näher zu charakterisieren.  
In ersten bioinformatischen Analysen wurden für zwei Sequenzbereiche von 
AaRP Proteinstrukturmotive (coiled-coiled Domänen) vorhergesagt, welche 
beispielsweise in Transkriptionsfaktoren Protein-Protein Interaktionen vermitteln 
(Abbildung 14A). Im Folgenden wurden zwei Leucine (L93 und L124) innerhalb 
von α-Helices der vorhergesagten Coiled-Coil-Motive durch Prolin ersetzt, um 
eine mögliche Protein-Protein-Interaktion zu inhibieren. Zunächst wurde die 
katalytische Aktivität der AaRP-Varianten in einem Prä-tRNA-Spaltungsassay 
bestimmt (Abbildung 14B). Sowohl die L93P- als auch die L124P-Mutation 
inhibierte die Prä-tRNA-Prozessierungsaktivität der AaRP-Proteine vollständig 
(die unspezifische Spaltung im Hintergrund ist auf das im Puffer vorhandene BSA 
zurückzuführen). Zur strukturellen Analyse der AaRP-Varianten wurde ein 
Western Blot und eine Gelfiltration durchgeführt. In der Western Blot-Analyse 
konnte ausschließlich bei AaRP (L124P) eine diskrete höhermolekulare Bande 
immundetektiert werden (Abbildung 14C). Bei der Gelfiltrationsanalyse konnte für 
beide AaRP-Varianten kein definiertes Elutionsmaximum bestimmt werden, was 
auf eine heterogene Größenverteilung der Proteine hindeutet, oder aus ein 
denaturiertes bzw. nicht-gefaltetes Protein. Es ist demnach möglich, dass es sich 
bei der höhermolekularen Bande im Western Blot um unspezifische 
Aggregatbildung handelt und sowohl AaRP (L124P) als auch AaRP (L93P) 
denaturiert ist. Wenn durch die jeweilige Mutation die Oligomerisierung inhibiert 
worden wäre, so hätte die monomere Form von AaRP bei der Gelfiltration bei 
~23 kDa in Form eines definierten Peaks eluieren müssen. In weiteren 
Experimenten wurden unterschiedlich lange Bereiche des N-terminalen Endes 
von AaRP deletiert (19 bzw. 49 Aminosäuren). In diesem Sequenzabschnitt 
befindet sich zwar der katalytisch relevante Aspartatrest an Position 7, jedoch 
sollte mit diesen Analysen die RNA-Bindung bzw. die Oligomerisierung von 
AaRP charakterisiert werden. In der Western Blot-Analyse konnten sowohl bei 
AaRP (Δ2-20) als auch bei AaRP (Δ2-50) schwache höhermolekulare 
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Oligomere/Aggregate immunodetektiert werden (Abbildung 14C), so dass auf 
eine Gelfiltration verzichtet wurde. 
Anhand dieser Ergebnisse spielt der N-Terminus von AaRP, ebenso wie die 
vorhergesagten Coiled-coiled-Domänen, scheinbar keine Rolle bei der 
Oligomerisierung.   
 
 
Abbildung 14: Analyse der Coiled-Coil Vorhersage für AaRP 
(A) Bioinformatische Analysen sagen für zwei Bereiche von AaRP coiled-coiled Motive voraus. 
Der Score gibt die Wahrscheinlichkeit für die Vorhersage an. (B) Aktivitätsbestimmung von 
AaRP (L93P) und AaRP (L124P). AaRP (Wildtyp) diente als Positivkontrolle. Als Substrat wurde 
5´-markierte Prä-tRNAGly aus T. thermophilus verwendet. In der Kontrolle (C) wurde das 
Substrat in Reaktionspuffer für 30 min inkubiert. (C) Western Blot-Analyse der verschiedenen 
AaRP-Varianten AaRP (Wildtyp), AaRP (L93P), AaRP (L124P), AaRP (2-20) und AaRP (2-
50). Die rekombinant aufgereinigten Proteine wurden auf einem 15% SDS-Gel aufgetrennt und 
nach dem Transfer auf eine PVDF-Membran mittels AaRP-spezifischen Antikörpern 
immundetektiert. 
 
4.5.5 Strukturanalyse mittels Circulardichroismus-Spektroskopie 
Die Circulardichroismus-Spektroskopie (CD-Spektroskopie) erlaubt die 
Strukturaufklärung chiraler Moleküle unter Verwendung von zirkular polarisiertem 
Licht. Diese Methode wird oft zur Analyse von Sekundärstrukturen in Proteinen 
verwendet. Dabei kann anhand des erhaltenen Spektrums eine Aussage über 
die Anteile an α-Helices und β-Faltblättern bestimmt werden. Sollten die Proteine 
unstrukturiert oder denaturiert vorliegen, kann dies anhand der Spektren erkannt 
werden [158]. Die Proteine wurden Affinitätschromatisch gereinigt. 
 Die einzelnen AaRP/HARP-Varianten wurden optisch vermessen und mit 
dem Spektrum von AaRP (Wildtyp) verglichen. Die CD-Analyse zeigte, dass 
AaRP in einer fast ausschließlich α-helikalen Form vorliegt, was an den zwei 
Absorptionsminima bei ~210 nm und ~225 nm zu erkennen ist (Abbildung 15). 
Die AaRP-Varianten mit deletiertem N-terminalen Ende und AaRP (L124P) 
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weisen ebenfalls einen hohen α-helikalen Anteil auf (Abbildung 15A). 
Demzufolge ist davon auszugehen, dass die Mutationen/Deletionen keine 
größeren strukturellen Veränderungen hervorgerufen haben.  
Überraschend war das Ergebnis der CD-Analyse von dem archaealen 
H. volcanii HARP-Enzym. Den Daten zufolge weist dieses Protein gegenüber 
AaRP ein deutlich höherer Anteil an ß-Faltblattstrukturen auf, was an dem 
fehlenden Absorptionsminimum bei 225 nm zu erkennen ist. Das heißt das 
Protein enthält sowohl α-Helices als auch β-Faltblattstrukturen (Abbildung 15B).  
 Die Ergebnisse der CD-Analyse von AaRP (L124P) deuten im Gegensatz 
zu den Daten der Gelfiltrationsanalyse darauf hin, dass die Helix, in welcher 
Leucin 124 lokalisiert ist, für die Gesamtstruktur von AaRP nicht essenziell ist.  
Auch konnte durch die CD-Analysen gezeigt werden, dass die Gesamtstruktur 
von AaRP und archaealem HARP verschieden ist. Dies könnte einen Einfluss auf 
die katalytische Aktivität und Substratbindung haben, so dass sich die 
physiologischen Funktionen von AaRP und HARP unterscheiden könnten.   
 
 
Abbildung 15: CD-Analyse von AaRP und Hv-HARP 
Abgebildet sind die CD-Spektren von AaRP-Varianten und archaealem HARP aus H. volcanii. 
Die gemessene Ellipzität der Proteine ist gegen die Wellenlänge aufgetragen. (A) CD-Spektren 
von AaRP (Wildtyp), AaRP (L124P), AaRP (2-20) und AaRP (2-50). (B) CD-Spektren von 
AaRP (Wildtyp) und H. volcanii HARP. 
 
4.5.6 Strukturaufklärung mittels Kernspinresonanzspektroskopie  
Die Kernspinresonanzspektroskopie (NMR) ist eine Methode, um unteranderem 
die Struktur von Makromolekülen aufzuklären. Dabei werden graphisch alle 
Protonen und deren chemische Verschiebung (ppm) aufgezeigt. Bei 
Proteinstrukturen sind dies die Amidprotonen aus den Peptidbindungen, welche 
eine Verschiebung von 6 - 10 ppm besitzen [159]. 
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 Das rekombinante AaRP wurde zunächst affinitätschromatisch gereinigt, 
gefolgt von einem Ionenaustauscher. Anschließend wurde das Protein an die 
Goethe-Universität Frankfurt (AG Wöhnert) gesendet. Das 1D 1H Spektrum 
wurde an einem 600 MHz Spektrometer aufgenommen bei 316.5 K. Als 
Pulssequenz wurde ein hs11echo verwendet mit 1024 Scans. Die 
Proteinkonzentration betrug 186 µM (4,28 mg/mL). 
 Bei der Aufnahme des NMR 1D 1H Spektrums ließ die Verschiebung der 
Atome keine klaren Peaks erkennen (beispielhaft dargestellt in Abbildung 16A). 
Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass AaRP (~22,5 kDa) als größerer Komplex 
vorliegt und verifiziert nochmals die Daten aus den vorherigen Strukturanalysen 
(Gelfiltration, Analytische Ultrazentrifugation, Dynamische Lichtstreuung). Auch 
lässt sich aus dem Spektrum schließen, dass es sich um ein gefaltetes Protein 
handelt, da ungefaltete Proteine eine Verschiebung bei 7,5 - 8,5 ppm zeigen. 
 
 
Abbildung 16: 1D 1H Spektrum von AaRP 
Dargestellt sind die Ergebnisse einer NMR-Spektroskopie-Analyse. (A) Exemplarisch ist die 
Verschiebung der Protonen für ein Protein (CtBP-THAP, verändert nach Kwan et al. 2011 [159]) 
dargestellt. (B) Spektrum von AaRP (Dr. Carolin Hacker, Goethe-Universität Frankfurt). 
 
4.5.7 Kristallisation der RNase P von Aquifex aeolicus 
Die Kristallisation des Proteins wurde sowohl durch MarXtal (Uni Marburg), als 
auch in Kooperation mit der AG Reuter (Uni Marburg) durchgeführt. Bei MarXtal 
wird zum Ansetzen der Kristallisationsplatten ein automatisiertes System 
verwendet, in der AG Reuter erfolgte eine manuelle Erstellung der Platten. Das 
erste Ziel war es eine Bedingung zu finden in der die RNase P von A. aeolicus 
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Kristalle bildet und diese im Anschluss zu optimieren, sodass eine 
Strukturanalyse der Kristalle mittels Röntgenbeugungsexperimenten möglich ist.  
 Das Protein wurde rekombinant in E. coli Rosetta (DE3) exprimiert, 
anschließend über Affinitäts-, gefolgt von Ionenaustauschchromatographie 
gereinigt. Für das Ansetzten der Kristallisationsplatten wurden zunächst 
kommerziell erhältliche Pufferlösungen verwendet. Dabei wurde im kleinen 
Maßstab die manuelle Variante gewählt, sowie im großen Maßstab bei MarXtal. 
Insgesamt wurden >1000 Bedingungen untersucht, um eine mögliche 
Kristallbildung zu detektieren. Der Erfolg wurde in beiden Fällen fotographisch 
dokumentiert, auch bei MarXtal.  
 Bei den ersten Tests konnte nach 126 Tagen ein Kristall unter der 
Bedingung des Screens AmSO4 (Qiagen) in Position H11 (0,1 M MES pH 6,5; 
3,5 M Ammoniumsulfat; 1% (w/v) 2-Methyl-2,4-pentanediol) (Abbildung 17, erste 
Reihe) und unter der Bedingung des Screens JSCG Core I (Qiagen) in Position 
F11 (0,1 M Natriumacetat pH 4,5; 0,2 M Lithiumsulfat; 50% (v/v) PEG-400) 
detektiert werden. Bei der Aufnahme eines Diffraktionsmusters für den Kristall 
AmSO4-H11 zeigte sich, dass es sich um ein Kleinmolekül (Salz) handelt 
(Abbildung 17, oberste Reihe). Die Puffer-Bedingungen von dem Kristall aus 
Core I-F11 wurden als Ausgangspunkt für eine weitere Optimierung genutzt. 
Dabei wurden der pH-Wert, die Salzkonzentration und das Präzipitans variiert. 
Bereits nach 10 Tagen Inkubation bei 18°C konnten auf diese Weise kleine 
Kristalle identifiziert werden. Allerdings konnte auch bei längerer Inkubation kein 
weiteres Wachstum der Kristalle beobachtet werden, so dass sie nicht für weitere 
Experimente verwendet wurden.  
Als nächstes wurden Impfkristall-Experimente mit einem sogenannten 
Mutter-Kristall durchgeführt. Dazu wurde ein Kristall (Bedingung Core I F11) 
mechanisch zerstört und die entstanden Fragmente anschließend mit einem 
Pferdehaar durch einen Kristallisationstropfen gezogen. Zur Optimierung wurden 
die Kristallisationsbedingungen (pH, Salzbedingungen) dabei variiert. 
Überraschenderweise konnten bereits nach wenigen Stunden kleine reisförmige 
Kristalle beobachtet werden, welche sich in einer Spalte (Spalte 3, Natrium-Citrat 
Puffer pH 5,6; 50% PEG-400; 0,05 M bis 0,20 M Lithiumsulfat) der 24-
Vertiefungen-Platte befanden. Größere Kristalle wurden bereits nach 33 Tagen 
detektiert. Für die verschiedenen Kristalle aus dem Impfkristall-Ansatz wurde 
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ebenfalls ein Diffraktionsmuster aufgenommen (Abbildung 17, Core-F11 B3, C2, 
C5). Dabei konnte eine Mischung aus Kleinmolekül und Protein identifiziert 
werden (B3 und C5) sowie ein nicht genau definierbares Muster für C2. Da eine 
Mixtur aus Kleinmolekül und Protein nicht erfolgsversprechend war, wurden 
diese Kristalle ebenfalls verworfen. Bei den reiskornförmigen Kristallen könnte es 
sich um spezifische AaRP-Kristalle handeln und weitere Impfkristall-Experimente 
sind in Planung. 
Das Kristallwachstum von AaRP ist sehr langsam. In Abbildung 18 ist auf 
der linken Seite eine Auswahl verschiedener Kristalle dargestellt, welche bei dem 
automatisierten Screen identifiziert wurden. Dabei handelt es sich um folgende 
Bedingungen Core I-A3 (0,05 M Lithiumsulfat; 0,05 M Natriumsulfat; 0,05 M 
TRIS pH 8,5; 30% PEG-400), Core I-E9 (0,2 M tri-Lithiumsulfat; 20% PEG-335), 
Core IV-G3 (0,2 M Lithiumsulfat, 0,1 M MES pH 6, 20% 1,4-Butanediol), Core IV-
G9 (0,01 M Eisen(III)-chlorid; 0,1 M tri-Natriumcitrat pH 6,5; 10% Jeffamine® M-
600), Morpheus II-E11 (90 mM LiNaK; 0,1 M Puffersystem 5 pH 7,5; 30% 
Precipitant-Mix 7) mit einem Wachstum von maximal 546 Tagen (78 Wochen). 
Im Puffer von Core IV-A2 (1,2 M Natrium-di-hydrogenphosphat; 0,8 M Kalium-di-
hydrogenphosphat; 0,2 M Lithiumsulfat; 0,1 M Glycin) konnten Kristalle 
nachgewiesen werden, welche der Form des Kristalls im Proteintropfen 
entsprachen. Dies ist ein Hinweis darauf, dass es sich dabei um Kleinmoleküle 
handelt und diese Kristalle sich nicht für weitere Untersuchungen eignet. 
Insgesamt konnten ~20 Kristalle unter den >1000 Bedingungen identifiziert 
werden, in denen ein Kristallwachstum stattgefunden hat. Lediglich in einer 
dieser Bedingungen (Core II-H2, 0,2 M Lithiumsulfat; 0,1 M Natriumacetat 
pH 4,5; 30% PEG-8000; 18°C) konnte bereits ein kleiner Kristall beobachtet 
werden, welcher auch minimal an Größe zunahm. Allerdings wurde dieser Kristall 
durch das Präzipitat auseinandergebrochen. Erst nach weiteren 83 Tagen (~12 
Wochen) konnten weitere Kristalle identifiziert werden. Eine Testung dieser 
Kristalle war aufgrund der kleinen Größe nicht möglich.  
Das langsame Kristallwachstum kann aufgrund der unterschiedlichen 
Oligomerisierungsgrade stattfinden. Falls es sich um ein dynamisches 
Gleichgewicht zwischen der monomeren und multimeren Form handelt, worauf 
die Ergebnisse der analytischen Ultrazentrifugation (4.5.2) hindeuten, könnten 
variierende Konzentrationsverhältnisse bzw. eine langsame 
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Gleichgewichtseinstellung den Kristallisationsprozess erschweren. Die kann 
dazu führen, dass das Kristallwachstum zu früh zum Erliegen kommt und sich 
Kleinmoleküle durchsetzen.  
 
 
Abbildung 17: Kristalle von AaRP mit Diffraktionsanalysen 
In der obigen Abbildung sind ausgewählte Kristalle von AaRP aufgeführt (18°C). Dabei ist der 
Kristallisationstropfen am Beginn (Start), sowie vor der Detektion des Kristalls (Bevor) 
abgebildet. Das erste Auftreten des Kristalls (Kristall) wurde ebenfalls festgehalten, zusätzlich 
wurde der Kristall vor der Aufnahme des Diffraktionsmusters (Messung) nochmals dokumentiert. 
Das erhaltende Diffraktionsmuster (X-Ray) ist mit dem Aufnahmedatum abgebildet. Die 
Bedingung der Kristallisation ist der Bilderreihe vorangestellt, sowie eine Interpretation am Ende. 
Dabei handelt es sich bei Salz um ein Kleinmolekül, bei Mix um ein nicht genau ein zuordneten 
Kristall (Kleinmolekül und Protein), sowie um Proteine. Bei einem Fragezeichen (?) ist die 
Einordnung des Kristalls nicht möglich.  
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Abbildung 18: Kristalle von AaRP/HARP des MarXtal-Screens 
Kristalle von AaRP (Spalte links) und H. volcanii HARP (Spalte rechts). In jeder Spalte sind die 
Kristalle (links) und die entsprechenden Pufferreservoirs (rechts) abgebildet. Die 
Kristallisationsbedingungen sind jeweils in der unteren Hälfte des Bildes angegeben. Es ist zu 
erkennen, dass in manchen Bedingungen schon das Pufferreservoir Kristalle aufweist (Core IV, 
A2, AaRP (1,2 M Natriumhydrogenphosphat; 0,8 M Kalium-di-hydrogenphosphat; 0,2 M 
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4.5.8 Kristallisation des HARPs von Haloferax volcanii 
Die Kristallisationsanalyse von HARP aus H. volcanii (Hv-HARP) erfolgte wie für 
AaRP beschrieben (4.5.7). Manuell und automatisiert wurden insgesamt ca. 1000 
Pufferbedingungen untersucht. Im Gegensatz zu AaRP bildet Hv-HARP keine 
großen Komplexe. So entspricht das Elutionsvolumen von Hv-HARP bei der 
Gelfiltration einer Molekülgröße von ~91 kDa (AaRP eluiert bei ~420 kDa). 
Anhand der CD-Spektren weist Hv-HARP im Vergleich zu AaRP auch einen 
höheren Anteil an β-Faltblattstrukturen auf (4.5.5). Folglich könnten sich die 
Kristallisationseigenschaften der beiden Proteine deutlich voneinander 
unterscheiden. 
 In den manuell erstellten Kristallplatten konnten einige Kristalle identifiziert 
werden. Anhand der Morphologie wurde zunächst von Proteinkristallen 
ausgegangen, so kam es bei einer Optimierung der jeweiligen 
Pufferbedingungen auch zu einem Fortschreiten des Wachstums hin zu 
kubischen, glatten Kristallen. Allerdings ergab eine anschließende Analyse, dass 
es sich bei diesen Kristallen ausschließlich um Salzkristalle gehandelt hat. 
 Abbildung 18 zeigt auf der rechten Seite eine Auswahl an Kristallen, 
welche in unterschiedlichen Bedingungen identifiziert wurden. Zusätzlich wurde 
das Pufferreservoir mit abgebildet, um auszuschließen, dass es sich um 
Pufferbedingte-Kleinmoleküle handelt. Die Bedingungen mit Kristallwachstum 
sind: Core I-A3 (0,05 M Lithiumsulfat; 0,05 M Natriumsulfat; 0,05 M TRIS pH 8,5; 
30% PEG-400), Core I-E9 (0,2 M Ammoniumsulfat; 20% PEG-3350), JCSG-A6 
(0,2 M Lithiumsulfat; 0,1 M Natriumphosphatcitrat pH 4,2; 20% PEG-1000) und 
JCSG-D4 (0,2 M Lithiumsulfat; 0,1 M Natriumacetat pH 4,5; 30% PEG-8000). Die 
Inkubationstemperatur lag bei 18°C. Eine zusätzliche Testung dieser Kristalle 
konnte im Rahmen dieser Arbeit nicht durchgeführt werden und steht noch aus. 
Neben den Kristallen, welche für die Beugungsexperimente in Betracht gezogen 
werden, wurden Sphäroliten identifiziert (Abbildung 19). Diese Art der 
Kristallbildung konnte in drei unterschiedlichen Bedingungen gefunden werden. 
Dabei handelt es sich um AmSO4-G8 (0,5 M Lithiumchlorid; 1,6 M 
Ammoniumsulfat), Core II-G12 (0,2 M Ammoniumsulfat; 0,1 M 
Natriumphosphatcitrat pH 4,2; 20% PEG-300; 10% Glycerol) und Anions-C6 
(0,1 M Natriumacetat pH 4,6; 1,2 M di-Natriummalonat). Die ersten positiven 
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Resultate erfolgten nach 92 Tagen (13 Wochen). Die Methode der Impfkristalle 
sollte auch bei diesem Protein angewendet werden, um die Zeit der 
Kristallbildung möglichst zu verkürzen. 
 
 
Abbildung 19: Kristalle und Sphäroliten von Hv-HARP 
Auswahl an Sphäroliten und Kristallen von Hv-HARP. Die Bedingung (rechts oben), als auch 
das Datum der Aufnahme (rechts unten) sind angegeben. Größere Kristalle (Morpheus I, C8) 
kommen nur einzeln vor, wohingegen Sphäroliten den gesamten Tropfen ausfüllen (AmSO4, 
H8; Core II, G12; Anions, C6). Die Wachstumszeit betrug zwischen 92-171 Tage für die 
Sphäroliten, sowie 282 Tage für die kleinen stäbchenförmigen Kristall.   
 
4.5.9 Diskussion der Kristallisation 
Zurzeit ist es noch nicht möglich Kristallisationsbedingungen vorherzusagen, so 
dass man zunächst experimentell eine Bedingung finden muss, in derer sich 
Kristalle bilden, welche dann im nächsten Schritt optimiert werden müssen [160, 
161]. Mit Abschluss der vorliegenden Arbeit war es noch nicht möglich, definierte 
Kristallisationsbedingungen für die beiden Enzyme AaRP aus A. aeolicus und 
HARP aus H. volcanii anzugeben. Es konnten bei den oben beschriebenen 
initialen systemischen Testverfahren zwar Reaktionsbedingungen für eine 
Kristallisation der Proteine gefunden werden, diese müssen aber in nächsten 
Schritten noch optimiert werden. Die Durchführung automatisierter Screens bei 
MarXtal bietet die Möglichkeit, eine Vielzahl unterschiedlicher Bedingungen zu 
testen. Diese initialen Testverfahren liefern aber häufig nur Kristalle von niedriger 
Diffraktionsqualität und müssen im weiteren Verlauf noch optimiert werden [162, 
163]. Die Proteinkonzentration spielt bei der Optimierung eine maßgebliche 
Rolle. Eine zu geringe Konzentration führt zu klaren Tropfen und einer 
Untersättigung, wohingegen es bei einer zu hohen zu einer Übersättigung 
kommen kann, bei derer das Kristallwachstum in einem Plateau endet. [163]. Bei 
dem Versuch der Kristallisation von AaRP und Hv-HARP wurden 
Konzentrationen von 6,6 mg/mL (AaRP) bzw. 9,9 mg/mL (Hv-HARP) gewählt. In 
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beiden Fällen konnte eine Präzipitation von über 50% der Tropfen beobachtet 
werden. Da bei beiden Bedingungen noch eine hohe Anzahl an klaren Tropfen 
beobachtet werden konnten, wäre eine Erhöhung der Proteinkonzentration für 
einen neuen Ansatz ratsam, um sowohl mehrere Kristalle zu erhalten als auch 
einen Geschwindigkeitsprofit. Bereits vorhandene Kristalle können ebenfalls für 
die Optimierung genutzt werden in Form von Microseeding. Dies wurde für AaRP 
bereits durchgeführt, erbrachte aber keinen Erfolg. Die erhaltenen Kristalle 
wuchsen bereits nach wenigen Tagen, allerdings nahm die Größe mit der Zeit 
nicht zu. Mit diesen Kristallen könnten erneut verschiedene Bedingungen 
überprüft werden [164], so wie die Zugabe verschiedener Additive getestet 
werden. Durch das langsame Wachstum der Kristalle wäre es auch möglich, dass 
man Seeding durch Öle und Sphäroliten oder Präzipitanten nutzt. So konnte für 
das Enzym Cellobiose Dehydrogenase (CDH) Kristalle in Öl-Tropfen detektiert 
werden, welche hoch mit Protein angereichert waren. Allerdings erst nach einem 
Jahr [165], was einen Vorteil in der Größe und einen Nachteil in der 
Geschwindigkeit birgt. Eine weitere Möglichkeit, welche aufgrund der 
vorhandenen Tropfen mit Präzipitat naheliegt, ist das Seeding mit diesen. Bereits 
die T7 RNA Polymerase konnte auf diese Weise kristallisiert werden [166-168]. 
Eine Evaluation der Tropfen von AaRP und Hv-HARP im Hinblick auf 
denaturiertes Protein, sowie amorphe/nicht-amorphe Präzipitation scheint eine 
gute Möglichkeit um Bedingungen zu finden, bei derer sich das Seeding mit 
bereits erhaltenen kleinen Kristallen lohnt. Auch die Zugabe von Glycerol, 
welches ebenfalls bei der Kristallisation der T7 RNA Polymerase eingesetzt 
wurde, kann die Stabilität der Proteinkristalle erhöhen, sowie als Kryoprotektivum 
dienen [168]. Bei den meisten Bedingungen, in denen bereits kleine Kristalle 
erhalten wurden, zeigte sich ein hoher Anteil an Glycerol beziehungsweise PEG-
Variationen, welches ähnlich zu Glycerol ebenfalls ein Kryoprotektivum darstellt. 
Ein weiterer experimenteller Ansatz zur Kristallisation von AaRP/HARP könnte 
die gezielte Proteinmodifikation sein. So zeigte sich, dass eine aktive Form des 
MRPP3 (Untereinheit der humanen mitochondrialen RNase P) in dieser Form 
nicht kristallisierbar war. Erst eine Deletion des N-terminus zeigte positive 
Resultate [52]. Da MRPP3 wie AaRP/HARP eine Metallonuklease-Domäne 
enthält, könnte dieser Ansatz ebenfalls erfolgversprechend sein. 
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5 Ausblick 
In dieser Arbeit konnte die RNase P von Aquifex aeolicus (AaRP) identifiziert und 
charakterisiert werden. Erstaunlicherweise handelte es sich nicht um die 
klassische bakterielle RNase P, aufgebaut aus einer katalytische RNA und einer 
Proteinuntereinheit, sondern um eine rein Protein-basierte Form. Solch eine 
Form war bis dahin nur aus höheren Organismen bekannt. Die ersten 
Charakterisierungen dieses neuartigen Enzyms sind bereits durchgeführt 
worden. Eine der größten Fragen, welche auch durch diese Arbeit noch nicht 
beantwortet werden konnte, ist die der Substratbindung. Zwar konnte in 
enzymkinetischen Analysen mit Prä-tRNA-Varianten gezeigt werden, welche 
Substratdeterminanten für die Substraterkennung wichtig sind, allerdings 
konnten noch keine aussagekräftigen Bindungsstudien durchgeführt werden. 
Zwar zeigten initiale Experimente eine Bindung des Proteins mit dem Substrat, 
jedoch konnten noch keine Parameter bestimmt werden. Neben der 
biochemischen Charakterisierung sollte auch die Aufklärung der Struktur weitere 
Erkenntnisse liefern. Zwar konnten im Rahmen dieser Arbeit initiale Bedingungen 
für eine Kristallisation gefunden werden, die gezüchteten Kristalle waren für 
weiterführende Analysen jedoch noch zu klein. Auf dieser Grundlage kann jedoch 
eine weiterführende Optimierung der Kristallisationsbedingungen stattfinden. 
Eine weitere offene Frage bleibt, in welchem Oligomerisierungszustand das 
Enzym aktiv vorliegt und welche Proteinstrukturen an der Oligomerisierung 
beteiligt sind. Erste Analysen zeigten noch keine eindeutige Reduktion der 
Oligomerisierung des Proteins. 
 In bioinformatischen Analysen konnten AaRP-homologe Enzyme (HARP) 
in verschiedenen Prokaryoten identifiziert werden. Im Gegensatz zu A. aeolicus 
verfügen diese Bakterien und Archaeen aber alle noch über eine RNA-basierte 
Form der RNase P. Erste Analysen zu den archaealen HARP-Enzymen deuten 
darauf hin, dass sie nicht essenziell und folglich auch nicht die Hauptform der 
RNase P in diesen Organismen sind. Um Hinweise zur physiologischen Funktion 
der HARP-Enzyme zu bekommen, sollten weitere Analysen durchgeführt 
werden. Beispielsweise sollten Transkriptom-Sequenzierungen (RNA-Seq.) 
dabei helfen, mögliche Substrate von HARP in der Zelle zu identifizieren 
Allerdings sind für viele der identifizierten Bakterien/Archaeen noch keine 
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gentechnischen Methoden etabliert, so dass beispielsweise eine 
Suppression/Deletion oder Überexpression von HARP im Zusammenhang mit 
den RNA-Seq.-Analysen nicht möglich ist. Da jedoch viele der Zellen kultivierbar 
sind, könnte die Expression von HARP in Abhängigkeit unterschiedlicher 
Umweltfaktoren (z.B. unter verschiedenen Stressbedingungen) untersucht 
werden. Mit Hinblick auf die Evolution von RNase P ist das Bakterium 
Thermodesulfatator indicus, welches neben den Genen für die RNA-basierte 
RNase P ebenfalls ein HARP-Gen besitzt, von besonderem Interesse. Während 
das rekombinante HARP-Enzym ein hohe RNase P-Aktivität aufweist, konnte bei 
dem RNA-basierten Enzym nur eine niedrige Aktivität gemessen werden. 
Folglich könnte es sich hier um einen evolutiven Übergang vom RNA-basierten 
zum Protein-basierten Enzym handeln. Auch sollte die Struktur der HARP-
Enzyme aufgeklärt werden, da viele Eigenschaften (z.B. Oligomerisierung, 
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